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disease gonorrhea. This  type‐IV‐pili  (Tfp)‐producing bacterium  colonizes mucosal epithelia 
of  the human urogenital  tract.  The early  stages of  infection with piliated N. gonorrhoeae 
(P+GC) are characterized by Tfp‐mediated adherence to host cells, followed by formation of 
bacterial microcolonies on the surface of host epithelial cells. This study provides evidence 
that  host  cell  participation  is  required  for  the  efficient  formation  of  extracellular 
microcolonies during Neisseria infection. P+GC infecting fixed host cells demonstrate altered 
motility and delayed microcolony formation compared to infecting living host cells.  
Cortical  actin  and  various  signal  transducing  proteins  are  recruited  to  the  site  of 
bacterial attachment within host  cells, one of  them being  the major  structural protein of 
plasma membrane caveolae, caveolin‐1 (Cav1). Down‐regulation of Cav1 results in increased 
uptake  of  P+GC  into  host  cells whereas  expression  of  the  protein  in  Cav1‐negative  cells 
blocks bacterial  internalization. Host cell entry results  in decreased viability of  internalized 
bacteria over time, thus premature uptake is deleterious for the bacteria. In this study Cav1 
recruitment is demonstrated to be an immediate and continuous cellular response to P+GC 
infection  that  involves  Cav1  phosphorylation  on  its  tyrosine  14  residue.  Prevention  of 
bacterial uptake mediated by Cav1 as well as tight association of Cav1 with the cytoskeleton 
also  requires  tyrosine  phosphorylation.  A  broad  analysis  of  interaction  partners  of 
phosphorylated Cav1 revealed a direct  interaction with  the Rho‐family guanine nucleotide 
exchange factor Vav2. Both Vav2 and  its substrate, the small GTPase RhoA, are  involved  in 
preventing  bacterial  uptake  and  RhoA  activation  after  P+GC  infection  requires  Cav1 
expression, thus providing evidence for a Cav1‐Vav2‐RhoA signaling cascade. Moreover, six 
novel  SH2‐domain  containing  interaction  partners  of  tyrosine  phosphorylated  Cav1  have 
been  identified,  all  of which  have  been  implicated  in modulating  the  cytoskeleton.  This 
study  highlights  how  Tfp‐producing  bacteria  avoid  host  cell  internalization,  as 
enteropathogenic  E. coli  was  also  found  to  recruit  Cav1  similar  to  P+GC,  establishes  a 
mechanistic  link  between  Cav1  phosphorylation  and  pathogen‐induced  cytoskeleton 
reorganization and advance our understanding of caveolin function. The establishment and 





Das  obligat  humanpathogene  Pathogen Neisseria  gonorrhoeae  ist  der  Erreger  der 
sexuell übertragbaren Krankheit Gonorrhoe. Es handelt  sich dabei um ein Typ‐IV‐Pili  (Tfp) 
exprimierendes  Bakterium,  das  die  Schleimhäute  des  menschlichen  Urogenitaltrakts 
besiedelt. Die  frühen  Infektionsstadien piliierter N. gonorrhoeae  (P+GC) sind durch die Tfp‐
vermittelte Adhärenz an Wirtszellen gekennzeichnet. Anschliessend erfolgt die Bildung von 
bakteriellen Mikrokolonien auf der Oberfläche der Wirtszellepithelien. In dieser Arbeit wird 
gezeigt,  dass  auch  die  Wirtszellen  an  der  effizienten  Bildung  der  extrazellulären 
Mikrokolonien  beteiligt  sind.  P+GC  die  fixierte  Wirtszellen  infizieren  weisen  veränderte 
Bewegungsmuster  sowie  eine  verzögerte Mikrokoloniebildung  gegenüber  einer  Infektion 
lebender Wirtszellen auf. 
Kortikales  Aktin  wird  zusammen  mit  anderen  an  verschiedenen  Signalwegen 
beteiligten  Proteinen  innerhalb  der Wirtszellen  zu  den  adhärierten  Bakterien  rekrutiert, 
darunter  das  Haupt‐strukturprotein  von  Caveolae‐Membrandomänen,  caveolin‐1  (Cav1). 
Eine Reduzierung der Cav1 Proteinexpression führt zu einer verstärkten Aufnahme von P+GC 
in  die  Wirtszellen,  wohingegen  die  Expression  von  Cav1  in  Cav1‐negativen  Zellen  eine 
Internalisierung  verhindert.  Internalisierte  Bakterien weisen  dabei  geringere  Überlebens‐
raten auf  je  länger sie  in den Wirtszellen verbleiben,  folglich  ist diese verfrühte Aufnahme 
durch  die Wirtszellen  für  die  Bakterien  schädlich.  In  dieser  Arbeit wird  gezeigt,  dass  die 
Rekrutierung  von  Cav1  eine  unmittelbare  und  kontinuierliche  zelluläre  Antwort  auf  eine 
Infektion  mit  P+GC  ist,  welche  die  Phosphorylierung  von  Cav1  an  Tyrosin  14  bedingt. 




Rho‐Familie.  Sowohl Vav2  als  auch  sein  Substrat, die  kleine GTPase RhoA, blockieren die 
Aufnahme von Bakterien in die in Wirtszellen. Die Aktivierung von RhoA nach P+GC Infektion 
erfordert  die  Expression  von  Cav1, was  auf  einen  Cav1‐Vav2‐RhoA  Signalweg  hindeutet. 
Darüber  hinaus  wurden  in  dieser  Arbeit  sechs  neue,  eine  SH2‐Domäne‐beinhaltende 
Interaktionspartner  von  phosphoryliertem  Cav1  identifiziert,  welche  ebenfalls  mit  der 
Regulierung  zytoskeletaler  Veränderungen  in  Verbindung  gebracht  wurden.  Weiterhin 
Zusammenfassung 
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konnte  gezeigt  werden,  dass  auch  enteropathogene  E. coli  in  der  Lage  sind  Cav1  zu 
rekrutieren, was  daher  das  Verständnis  erweitert wie  Tfp‐produzierende  Bakterien  einer 
frühen  Internalisierung  durch  Wirtszellen  entgehen.  Des  Weiteren  wurde  eine 
mechanistische Verbindung zwischen der Phosphorylierung von Cav1 und einer Pathogen‐
vermittelten  Umordnung  des  Zytoskeletetts  etabliert  und  eine  Beitrag  zur  Klärung  der 
zellbiologischen  Funktionen  von  caveolin  geliefert.  Die  beschriebene  Etablierung  und 
Aufrechterhaltung des  initialen extrazellulären  Infektionsschrittes  könnte den pathogenen 











The  major  goal  of  infection  biology  is  to  elucidate  the  molecular  mechanisms 
involved  in host‐bacteria  interactions.  This  interplay between pathogenic microorganisms 
and  their  hosts  is  a  complex multi‐step  process, which  has  been  extensively  shaped  by 
evolution. Bacteria utilize virulence  factors to establish successful host colonization, which 
are  expressed  simultaneously  or  consecutively  during  all  phases  of  infection.  Virulence 
factors  mediate  processes  such  as  cell  adherence,  cell  invasion,  immunoevasion  and 
immunosuppression. The host relies on the  innate and the adaptive  immune responses to 
counter microbial  infection  strategies.  The  evolutionary  race  between  host  defenses  and 
bacterial  virulence  factors  often  results  in  a  high  molecular  specificity  of  host‐bacteria 
interactions and thus a strict host tropism of these pathogens. The host tropism  is mostly 
determined  by  the  adherence  of  the  pathogens  to  the  host  cells  by  binding  to  specific 




Attachment  of  bacteria  to  mucosal  surfaces  is  the  initial  event  required  for 
pathogenesis  of  most  infectious  diseases  (4).  Bacteria  can  reach  mucosal  epithelia  at 
body/environment  interfaces  that are present  in  the  respiratory, digestive and urogenital 
tract.  To  evade  mechanical  unspecific  immune  responses  such  as  microvilli  activity, 
peristaltic movement  and body  fluid  flows, bacteria need  to  attach  quickly  and  firmly  to 
their  host  cells.  For  that  purpose  pathogenic  bacteria  express  adhesive molecules,  called 
adhesins,  to  specifically bind  to  receptors present  in  the host  cell membrane. Pathogenic 
bacteria target receptor molecules that typically fulfill essential host functions and therefore 
have to be expressed by the host cell (5). Bacteria utilize hairlike, polymeric pili and fimbriae 
as well  as monomeric  adhesive membrane‐bound molecules  to  attach  to  host  cells  (6). 
Filamentous  pili  and  fimbriae  allow  initial  interactions  at  a  distance  beyond  a  protective 




pathogenic  E. coli,  Yersinia  spp.,  Salmonella  spp.,  Shigella  spp., Vibrio  spp.,  Pseudomonas 
spp. and Neisseria spp. as well as Gram‐positive bacteria such as Corynebacterium spp. and 
Streptococcus  spp.  (6).  In  Gram‐negative  bacteria  different  types  of  pili  exist,  such  as 
type I pili,  P pili,  type IV pili  (Tfp)  and  curli.  Pili  are  typically  formed  by  non‐covalent 
interactions between  subunits of pilin,  the major pilus protein.  In contrast, Gram‐positive 
bacteria  mainly  form  pili  by  covalent  polymerization  of  adhesive  pilin  subunits  (7). 
Adherence  to host  cells  is normally mediated by  the end or  tip of  the pilus at which  the 
actual fimbriae or pili (8, 9) or a pilus‐associated protein (e.g. FimH of E. coli type I pili or PilC 
of Tfp of pathogenic Neisseria (10, 11)) can function as the adhesin to host receptors. After 
initial  pilus‐mediated  binding,  many  bacteria  can  establish  a  secondary,  more  intimate 
binding with additional host‐cell receptors via adhesive membrane‐bound molecules, such 
as  the  opacity  associated  (Opa)  proteins  of  pathogenic  Neisseria  (12).  This  binding  can 
strengthen the host‐pathogen association and/or mediate subsequent infection steps, such 
as  bacterial  invasion  into  host  cells.  In  addition,  adhesin‐ligand  interactions  during 




Adhesion  to  host  cells may  result  in  bacterial  internalization,  either  by  bacterial‐
induced  endocytosis  (termed  invasion)  or  phagocytosis.  Invasion  either  enables  the 
pathogen  to  accommodate  and  replicate within  host  cells,  as  in  the  case  of  Chlamydia, 
Salmonella, Yersinia, Legionella, Listeria and Burkholderia, or to pass through the epithelial 
layer  to  reach  further  extracellular  niches,  as  observed  in  pathogenic  Neisseria  and 
enteropathogenic E. coli  (EPEC). Some bacteria, such as Chlamydia  (13) and Rickettsia  (14) 








affinity to various members of the β1 chain  integrin  family  (16). Upon  Invasin binding, the 











colonizing  the  mucosa  of  humans  and  other  endotherms.  The  closely  related,  obligate 







N. meningitidis  colonizes  the mucosa  of  the  upper  respiratory  tract  and  does  not 
cause diseases in the vast majority of carriers. As the prevalence in the population is around 
10‐35%  in non‐epidemic geographic areas (22), meningococci can be regarded as a normal 
part  of  the  nasopharyngeal  flora.  The  bacteria  are  transmitted  from  person  to  person 
through droplets of respiratory or throat secretions. It is likely that, at some time during life, 
most individuals are colonized with meningococci. A disease outbreak therefore represents 
a  failed  or  dysfunctional  relationship with  the  host.  For  unknown  reasons, meningococci 
invade  and  pass  the mucosal  epithelium  in  these  cases,  reach  the  bloodstream, multiply 
intravascularly and disseminate  in  the body,  resulting  in acute meningococcal  sepsis. The 





a  fatality  rate of ~10%  (25). Despite  the  reported high  rates of meningococcal carriage  in 
many human populations, the disease is rare, exhibiting annual incidence rates varying from 
1  to  1000  cases  per  100,000  individuals  in  different  countries  (22).  Based  on  different 
capsular polysaccharide  structures of N. meningitidis  13  serogroups have been  classified, 









sexually  transmitted  infections  (STIs)  in  the world and  the WHO estimates  that  the global 
annual  incidence  rate  is  around  62  million  cases  (26).  Gonococci  typically  colonize  the 
mucosal epithelia of  the urethra  and  the  cervix, but  also  the  rectum,  the  throat  and  the 
conjunctiva  of  the  eye  can  be  infected  (20).  In  addition  to  highly  contagious  sexual 
transmission among adults,  infants of  infected mothers are prone  to eye  infection during 
delivery. Most  cases of  gonorrhea  are uncomplicated  genital  tract  infections:  cervicitis  in 
women and urethritis in men. The bacteria cause a local mucosal infection that is followed 
by  an  infiltration  of  large  numbers  of  polymorphonuclear  leukocytes  (PMN),  leading  to 
sloughing  of  the  epithelium,  submucosal  microabscesses  and  exudation  of  pus  (20). 
Exudates from infected individuals contain PMNs with large numbers of ingested gonococci. 
However,  clearance  of  the  bacteria  by  PMNs  is  incomplete  as  a  small  gonococcal 
subpopulation  is  able  to  survive  and  also  replicate  in  the  PMNs  (27,  28).  Typical  clinical 
symptoms  of  gonorrhea  are  purulent  urethral  discharge  and  dysuria  in men  and  vaginal 
discharge, pelvic pain, dysuria and abnormal uterine bleeding in women (29). However, 15% 
of  infected men and 80% of  infected women remain without symptoms, yet are  infectious 







Disseminated  gonococcal  infection  (DGI)  represents  a  rare  systemic  complication  of  the 
disease where bacteria have entered the bloodstream.  In 0.5‐3% of total gonorrhea cases, 




Neisseria possess a set of virulence  factors required  for successful human  infection 
and  transmission  to a new host. These pathogenicity  factors,  including Tfp, Opa‐proteins, 
lipooligosaccharide  (LOS),  IgA1  protease,  Porin  and  the  meningococcal  polysaccharide 
capsule, will be further discussed  in this chapter. These virulence factors can be expressed 
consecutively  or  simultaneously  during  the  infection  process.  Tfp  and  Opa  proteins 
frequently undergo prominent antigenic and phase variation to avoid detection by the host 
immune system. Phase variation of bacterial proteins  is defined by random high‐frequency 
on‐off  switching  of  their  expression  within  a  bacterial  population,  whereas  antigenic 
variation  alters  the  properties  of  a  protein  through  gene‐pseudogene  recombination. 
Antigenic and phase variation of neisserial  surface proteins contribute  to  the virulence of 




Tfp  are  filaments  on  the  surfaces  of  Neisseria  and  many  other  Gram‐negative 
bacteria that mediate an extraordinary set of functions, such as initial adhesion to host cells, 
bacterial  aggregation,  twitching  motility,  microcolony  (MC)  formation  and  DNA  uptake 
during transformation (33). Tfp are found in many different bacteria such as Vibrio cholerae 
(34), Salmonella enterica (35), Pseudomonas aeruginosa (36), Moraxella bovis (37) and EPEC 
(38).  In  case  of  Neisseria,  pili  are  important  virulence  factors  that  are  required  for  a 
1.2 Introduction 
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successful  infection  (39,  40)  as  they mediate  adherence  to  different  cell  types,  such  as 
epithelia, endothelia,  sperm cells, erythrocytes, granulocytes and macrophages. Neisserial 
Tfp  are  dynamic  molecular  machines  which  execute  complex  processes  such  as  fiber 
assembly and extension,  fiber adhesion,  fiber disassembly and retraction  in order  to  fulfill 
above mentioned  functions.  Tfp  are  polymeric  structures, mainly  composed  of  the  18‐
22 kDa  pilE  protein  (synonymous  pilin),  which  are  6 nm  in  diameter  and  up  to  several 




α‐methylated  phenylalanine  residue  at  its  N‐terminus  (41,  42).  Mature  Pilin  is  then 
assembled  into  the pilus  fiber by a molecular machinery and  forms a  right‐handed helical 
cylinder with a fivefold symmetry around  the helix axis  (43, 44). Different pilus‐associated 
proteins are required for functional pilus assembly by this molecular motor: PilF, a putative 
Figure 1‐1. Early stages  in the  interaction of N. gonorrhoeae with host cells epithelia (1) Initial adhesion to
host cells is mediated by Tfp. (2) Tfp binding and retraction leads to recruitment of diverse host cell proteins









the pilus  fiber  is elongated  (45). PilT mediates pilus disassembly  from  the  fiber base  and 
thus  is  responsible  for pilus  retraction  (33, 46). PilT  function  relies on ATP hydrolysis and 




There are  two gene  copies of PilC  in Neisseria, PilC1 and PilC2, and  full PilC null mutants 
have  been  reported  to  be  defective  for  pilus  biogenesis  (52).  Also  PilC was  found  to  be 
localized at the pilus tip and to function as the pilus adhesin (11). In other studies, PilC was 
also  shown  to  be  associated with  the  bacterial  cell  surface,  regardless  of  piliation  (53). 
Lastly, minor pilus proteins including PilV, which is essential for adherence to epithelial cells 
(54), as well as PilU and PilX, which have a function in bacterial aggregation (55), have been 
described.  As  mentioned  above  the  virulence  factor  pilin  undergoes  recombinase A‐
dependent antigenic recombination to increase bacterial variety, which occurs between one 
of several silent pilS pilin pseudogenes and the pilE expression locus (56‐58). 
The  nature  of  the  host  cell  pilus  receptor  is  discussed  controversially. At  first  the 
surface  protein  CD46 was  proposed  to  serve  as  the  pilus  receptor.  Expression  of  human 
CD46  resulted  in  Tfp‐mediated  binding  to  hamster  cells  and  cell  treatment with  purified 
CD46 as well as anti‐CD46 antibodies  inhibited binding of piliated Neisseria (59). However, 
opposing  studies  could not demonstrate differences  in adherence of piliated Neisseria or 
the  pilus  adhesin  PilC  after  cell  treatment with  anti‐CD46  antibodies, CD46‐expression  in 
animal  cells  or  after  siRNA‐mediated  down‐regulation  of  CD46  (60,  61).  Alternatively, 












variation.  High‐frequency  phase  variation  results  from  varying  numbers  of  5’  tandem 




70%  amino  acid  sequence  identity  but  contain  two  hypervariable  and  one  semi‐variable 
domain  in  four  surface‐exposed  loops  (68,  69).  Two  Opa  proteins  classes  can  be 
distinguished  in  pathogenic  Neisseria,  based  on  their  binding  specificity  to  host  cell 
receptors. The smaller group of Opa proteins  interacts with heparan sulfate proteoglycans 
(HSPGs)  (70).  A  prominent  member  of  this  group  is  Opa50  that  mediates  an  efficient 
invasion  into  epithelial  cells  after  binding  to  HSPGs  by  at  least  two  different ways  (71). 
Invasion  into  some  epithelial  cell  lines  (e.g.  Chang  conjunctiva  cells)  relies  on 
phosphatidylcholine‐dependent  Phospholipase C  and  acidic  sphingomyelinase  activation 
(72).  In  other  epithelial  cell  lines  (e.g. HeLa  cervix  carcinoma  cells)  an  alternative HSPG‐
dependent invasion is triggered in the presence of serum, as the serum‐derived extracellular 
matrix protein  vitronectin  stimulates bacterial  internalization  (73).  The  second  and  larger 
Opa  protein  class  binds  to members  of  the  carcinoembryonic  antigen  cellular  adhesion 
molecule  (CEACAM)  family,  which  have  a  wide  range  of  important  cellular  functions 
including  migration,  cell  adhesion  and  activation  of  signaling  pathways.  Different  Opa 
proteins interact with different CEACAM receptors, e.g. Opa52 binds to CEACAM1, 3, 5 and 
6  (74‐76). However,  the broad majority of Opa proteins  can  interact with CEACAM1  and 







LOS  is distinguished  from  lipopolysaccharide  (LPS) of other Gram‐negative bacteria by  its 
highly  branched  basal  oligosaccharide  structure  and  the  absence  of  repeating O‐antigen 
subunits.  Thus,  LOS  consists  of  different  core  oligosaccharide  subunits  bound  to  lipid A, 




populations with distinct  types  and numbers of  carbohydrates  in  their  LOS  (80).  LOS  can 
interact with asialoglycoprotein receptors on the cell surface of macrophages, hepatocytes 
and sperm cells (81), which allows Neisseria to be transmitted between hosts. Interestingly, 
LOS was  also  shown  to be  able  to promote  gonococcal  invasion  into ME‐180  cells  in  the 
absence of Opa proteins in vitro (82). 
Porins  account  for  over  60%  of  total  protein  in  the  outer membrane  of Neisseria 
(83). These proteins have a size of approximately 30 kDa and are constitutively expressed. 
They form anion‐selective ion channels in the outer membrane which are crucial for survival 
of  Neisseria (84).  N. meningitidis  expresses  two  Porins,  PorA  and  PorB,  whereas 
N. gonorrhoeae  only  expresses  PorB.  Gonococcal  porin  can  be  further  differentiated 
serologically in PorBIA and PorBIB. PorBIA is found in clinical isolates recovered from patients 
with  disseminated  gonorrheal  disease  whereas  PorBIB  is  associated  with  isolates  from 
patients having localized infections (85‐87). PorBIA‐expressing GC strains were also found to 
be more  serum‐resistant,  indicating  increased  bacterial  survival  in  the  bloodstream  (87). 
Gonococcal porin  is a major virulence  factor as  it  can  translocate  into  the membranes of 
infected host cells where  it forms ATP/GTP‐regulated pores and causes calcium  influx from 
the extracellular milieu,  resulting  in activation of  calpain and apoptotic  caspases  (88, 89). 
Porin  further  translocates  to  the  mitochondria  of  infected  cells  where  it  induces  pore 
formation in the mitochondrial membrane, which leads to loss of mitochondrial membrane 
potential resulting in apoptosis (90, 91). Controversially, purified porin as well as gonococcal 




reported  to  translocate  to  the  mitochondria.  In  contrast  to  GC,  meningococcal  PorB 
translocation prevents apoptosis  in epithelial cells and B‐cells (93, 94). Porin  is additionally 
involved  in  maintaining  high  internalization  rates  during  Opa50‐mediated  gonococcal 
invasion  (95). Also,  the  serological porin  variant  PorBIA  can mediate  an Opa‐independent 
invasion  under  low‐phosphate  conditions  (96).  Recently,  glycoprotein  96  (Gp96)  was 
identified  to  be  the  phosphate‐sensitive  receptor  for  PorBIA  and  the  Gp96‐associated 
scavenger receptor was found to mediate the following PorBIA‐associated uptake (97). 
Pathogenic Neisseria produce a 106 kDa extracellular serine protease which cleaves 
the mucosal human  immunoglobulin  IgA1  in  the hinge region and  is  therefore called  IgA1 
protease  (98).  The  IgA1  protease  is  expressed  as  a  169  kDa  precursor  protein which  is 
composed of a leader‐, protease‐ and helper domain. Leader and helper domain enable the 
protein to pass the inner and outer membrane via type‐V‐secretion and to be excreted as a 
soluble  proform, which  then matures  into  the  active  protease  and  a  small  stable  alpha‐
protein (99). IgA1 protease preferentially cleaves human IgA1 both in serum and at mucosal 
surfaces  of  the  respiratory  and  urogenital  tracts  (100)  but was  also  shown  to  cleave  the 
Pro/Ser/Thr‐rich  hinge  region  of  Lamp1  of  epithelial  cells  in  vitro  (101).  As  Neisseria 
infection  reduces  Lamp1  levels  and  less  viable  intracellular  bacteria  are  found  in  IgA1 
deletion mutants  (102),  it  is  reasonable  to  argue  that  IgA1  protease  promotes  neisserial 
intracellular survival by decreasing the structural  integrity of  lysosomal compartments as a 




Opa  proteins,  is  present  in many  but  not  all meningococcal  strains  (104).  Homologs  of 
unknown  function  are  also  found  in  the  gonococcal  genome  (105).  In  non‐capsulated 
meningococci  Opc  enables  the  bacteria  to  adhere  to  and  invade  endothelial  cells 
independently of Opa and pili expression (106). Adherence and invasion is mediated by Opc 




An  exclusive  and  important  virulence  factor  of  meningococci  is  the  protective 




but  are more  resistant  to  killing  in  human  serum  (109).  Capsules  of  disease‐associated 
serogroups  contain  sialic  acid  which  down‐regulates  the  activity  of  the  alternative 
complement pathway and reduces amplification of C3b production, thereby decreasing C3b 








initial  attachment  of  individual  diplococci,  followed  by  (B)  MC  formation  and  host  cell 
microvillus  deformation  and  (C)  subsequent  MC  dispersal  leading  to  intimate  bacterial 
attachment (114). Typical neisserial MCs  formed  in the  infection process are round dome‐
shape  three‐dimensional  clusters  of  approximately  10‐100  bacteria. MCs move  over  the 
host  cell  surface  and  can  fuse  with  other  MCs  to  form  large  motile  structures  during 
prolonged  in  vitro  infections  (49). MCs  can be observed  in  vitro but are also detected by 
immunohistochemistry in patient biopsies; e.g. MCs were detected in the tonsillar epithelial 
tissue  of  meningococcal  carriers,  in  skin  lesions  of  children  suffering  from  acute 
meningococcal sepsis and  in the cerebral capillaries of a fatal case of fulminant meningitis 
(115‐117).  
However,  the  importance  of  MCs  for  successful  host  colonization  is  controversial.  The 







to be a prerequisite  for biofilm  formation, which shields  the bacteria  from antibiotics and 
the host  immune system  (118, 119). Tfp‐expression and PilT‐mediated pilus retraction are 
required for MC formation, as these factors allow host cell adherence, bacterial aggregation 
and  twitching  motility  (49).  Underneath  forming  MCs,  host  cell  components  such  as 





Tfp‐expressing  EPEC  is  one  of  the  most  important  pathogens  causing  infantile 
persistent diarrhea worldwide  (122) and was used a second  infection model  in  this study. 
The extracellular pathogen EPEC can be subdivided into typical and atypical strains based on 
expression of the eae (intimin) and bfpA [bundle‐forming pilus (Bfp)] genes. Eae is encoded 
in the  locus of enterocyte effacement  (LEE) pathogenicity  island and  is present  in all EPEC 
strains;  however  bfpA+  strains  are  classified  as  typical  and  bfpA−  strains  are  classified 
atypical  EPEC  (123).  EPEC  cause  a  peculiar  histopathology  known  as  the  attaching  and 
effacing  (A/E)  lesion, which  is characterized by  intimate attachment of the bacteria to the 
host  epithelial  surface  and  destruction  of  intestinal microvilli.  EPEC  pathogenesis  can  be 
divided in three stages: (A) initial adherence to intestinal epithelial cells, (B) translocation of 
bacterial proteins via  the Type  III  secretion  system  (TTSS) and  (C) pedestal  formation and 
consequent  intimate bacterial adherence  (124, 125).  Initial adherence  is mediated by  the 
plasmid‐encoded Bfp, which belong to the Tfp (38) and allow the bacteria to form MCs on 
host cells. Mutant strains  that  lack  this plasmid and  thus do not express Bfp demonstrate 
reduced  virulence  (126), which  indicates  that  the  initial  adherence  and MC  formation on 
host  cells are  important  for EPEC  for a  successful  infection  (127). The next  stage of EPEC 
pathogenesis  involves  the production of EPEC‐secreted proteins,  including EspA, EspB and 




the  EspB  and  EspD‐formed  translocation  pore  in  the  plasma membrane  of  the  host  cell 
(125).  Subsequently  6  known  effector  proteins  such  as  the  translocated  intimin  receptor 
(Tir),  Map,  EspF,  EspG,  EspH,  EspZ,  are  injected  into  the  host  cell  (128).  The  well‐
characterized effector Tir targets the host plasma membrane where it causes actin‐pedestal 
formation  and  serves  as  a  receptor  for  the  bacterial  outer  membrane  protein  intimin, 
conferring  intimate  attachment  (129).  EPEC  effector  proteins  demonstrate  functional 
redundancy,  interdependence  and  cooperativity  in  subverting  and  exploiting  host  cell 
signaling pathways. Effector‐mediated host  cell  subversion  contributing  to EPEC  virulence 





angiogenesis  and  tissue  repair,  base  on  cell  functions  controlled  by  actin  cytoskeleton 
dynamics  (130).  Modulation  of  the  actin  cytoskeleton  drives  the  formation  of  cellular 
structures such as lamellipodia, filopodia, stress fibers and focal adhesions and is controlled 




of  adhesions  (132‐134). Rho‐GTPases  switch  between  an  active, GTP‐bound  form  and  an 
inactive, GDP‐bound  form. The activation of Rho GTPases  is effectively  regulated by Rho‐




promoting  GTP  loading  and  therefore  activation  of  Rho‐GTPases.  Inactivation  of  Rho‐
GTPases is induced by GAPs that facilitate GTP hydrolysis to GDP. Interestingly, extracellular 
signals  have  been  reported  to  regulate  activation  of  Rho  family  GTPases  predominantly 





(PAKs)  and Wave  whereas  Cdc42  initiates WASP‐dependent  pathways  (134).  Until  now, 




enables  pathogens  to  effectively  bind  to,  invade  and  move  within  host  cells.  Many 
pathogenic  Gram‐negative  bacteria  utilize  a  TTSS  to  inject  actin  cytoskeleton‐modifying 
virulence proteins  into the host cell cytoplasm  (135). Some by Salmonella species  injected 
effector proteins bind directly to actin to modulate its dynamics, whereas others function as 
GEFs  or  GAPs  to  regulate  the  activity  of  Rho  GTPases  (136,  137).  In  EPEC,  Shigella  and 
Salmonella  conserved  TTSS‐secreted  proteins  were  identified  that  modify  the  actin 
cytoskeleton by mimicking the GTP‐bound form of Rho family GTPases (138). These bacterial 
proteins, which  do  not  exhibit  sequence  homology with  eukaryotic  Rho  family GTPases, 
utilize a conserved WxxxE motif to directly activate downstream effectors of the Rac, Cdc42 
and Rho signaling pathways (138). Another effective way of bacteria to interfere with actin 
cytoskeleton  rearrangements  is  through  the  expression  of  exotoxins,  which  target  the 
regulatory cycle of Rho family GTPases. Clostridium difficile A and B toxins and Clostridium 
sordellii  lethal  toxin are glycosyl  transferases  that glucosylate RhoA  family GTPases which 
blocks proper GTP‐loading and effector docking (139). The cytotoxic necrotizing factor from 
E. coli  and  Yersinia  species  and  the  dermonecrotic  toxin  from  Bordetella  species  block 
GTP hydrolysis by deamidation or  transglutamination of Rho  family GTPases,  respectively. 
These  aberrations  block  the  intrinsic  GTPase  activity  of  Rho  proteins,  resulting  in  their 
constant  activation  (140).  Once  permanently  activated,  Rho  family  GTPases  are  rapidly 
ubiquitinylated and degraded by the Ubiquitin proteasome system. The C3 exoenzyme from 
Clostridium  species, Bacillus cereus and Staphylococcus aureus  specifically ADP‐ribosylates 
RhoA.  This  blocks GTP‐loading  of  RhoA  by GEFs  and  also  locks  the  binding  to  Rho‐GDIs, 
which  leads  to  an  accumulation  of  inactive  Rho/Rho‐GDI  complexes  (141).  In  Neisseria 
infection, Rho  family GTPases Rac1 and Cdc42 have been described  to play an  important 
role by  reorganizing  the actin  cytoskeleton during Opa‐mediated  invasion after CEACAM3 
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binding  (142).  Also  PorBIA‐triggered  gonococcal  invasion  under  low‐phosphate  conditions 
was  identified  to  require  Rho  family GTPase  activity  (97).  The  diverse  and  specific ways 







the  fluid  bilayer  of  eukaryotic  cell membranes  and  are  formed  by  lipid–lipid  interactions 
(143). They represent rigid liquid‐ordered domains within the liquid‐disordered phase of the 
bulk  of  the  cell  membrane  and  mediate  cellular  functions  such  as  signal  transduction, 
membrane trafficking and cell polarization (144, 145). These functional  lipid microdomains 
can be further divided morphologically into caveolae and non‐caveolar lipid rafts. Caveolae 
were  first  identified  by  electron microscopy  and  can  be  observed  as  omega  (Ω)‐shaped 
plasma membrane  invaginations of approximately 50‐100 nm diameter  (1, 146). Caveolae 
are highly abundant in many cell types, such as endothelial cells, fibroblasts, smooth‐muscle 
cells and adipocytes  (1) and may occur  singly or  in  clusters. Caveolae,  in  contrast  to  lipid 
rafts  in general, contain a  filamentous cytoplasmic coat  formed by the  integral membrane 
protein  caveolin‐1  (Cav1)  (147).  Association  of  Cav1  oligomers  with  cholesterol‐rich 
membrane  domains  leads  to  formation  of  caveolae  (148),  likewise  cholesterol  depletion 











and Cav1β,  the  latter  lacking  the  first 31 amino acids  (AA) of  the N‐terminus  (152). Both 
isoforms  can  be  found  in  caveolae,  but  only  the  Cav1α  isoform  forms  novel  caveolae 
efficiently in Cav1‐negative backgrounds (153). Cav1 contains three cysteine residues in the 
C‐terminal  region  (Cys133,  Cys143  and  Cys156)  that  are  palmitoylated  and  stabilize  the 
protein at the membrane (154). Furthermore, Cav1 was originally identified as a substrate of 
Src tyrosine kinase (155), which phosphorylates Cav1 on tyrosine 14 (Tyr14) (156). Cav1 also 
contains  a  scaffolding  domain  (CSD)  of  approximately  20  amino  acids  that  mediates 
interactions  with  multiple  proteins,  such  as  Src  family  tyrosine  kinases,  growth  factor 
receptors,  G‐protein‐coupled  receptors  (GPCRs)  and  endothelial  nitric  oxide  synthase 
(eNOS) (157‐159). Besides being the main structural component of caveolae, Cav1 can also 
be found in the Golgi complex, recycling endosomes and subapical intracellular regions (160, 
161).  Pools  of  free  Cav1  are  important  for  Cav1‐mediated  signaling  independently  of  its 
association with caveolae. 
Figure  1‐2. Caveolae  structure  and Cav1 protein domains and membrane  topology.  (A) Cav1  is  the main
structural component of caveolae and is inserted into the caveolar membrane. The N‐ and C‐terminus of the
protein point to  the cytoplasm while  the transmembrane domain  is embedded  in the plasma membrane.
(B) Functional  domains  identified  in  Cav1.  The  transmembrane  domain  (TMD)  and  the  palmitoylated







Cav1  can  mediate  cell  signaling  events  either  as  cytoplasmic  protein  or  within 
caveolae,  which  provide  functional  platforms  containing  preorganized  and 
compartmentalized  signaling  molecules  (162).  Different  experimental  strategies  to 




CSD via  the  ligand Cav1‐binding motives φXφXXXφ or φXXXXφXφ  (with φ  representing an 
aromatic AA) can  regulate signaling of Cav1  interacting partners, such as eNOS, G‐protein 
α‐subunits, Ras,  Src, epidermal growth  factor  receptor  (EGFR) and protein  kinase C  (PKC) 
isoforms (163‐165). Binding of CSD‐derived peptides functionally  inactivates the enzymatic 
activity  of  G‐proteins,  Src  family  kinases  and  eNOS  in  vitro  thus  it  is  believed  that  CSD 
interaction generally suppresses activation of binding partners  in vivo. This  tonic caveolin‐






and  transcytosis  (170). Caveolae‐mediated endocytosis  is  triggered by  loss of contact with 
the  extracellular matrix  and  has  been  demonstrated  to  suppress  the  integrin‐mediated 
activation  of  the  small GTPase  Rac1  as well  as  the  Ras–Erk  and  the  phosphoinositide 3‐




hormonal  stimulation  (174‐176),  cellular  stress  (177,  178)  and hyperosmotic  shock  (179). 
These stimuli utilize the tyrosine kinases Src, Fyn and Abl1 to phosphorylate Cav1 at Tyr14. 
In  addition  to  integrin‐regulated  caveolae  internalization,  phospho‐Tyr14‐Cav1  was  also 
shown  to be  required  for Cav1  anterior polarization  in  transmigrating  cells  (180)  and  for 
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regulation  of  FAK  transposition  between  focal  adhesions  and  cytosolic  pools  (181). 
However, the downstream binding partners of phospho‐Tyr14‐Cav1 remain elusive, and so 
far the  identified phosphotyrosine‐dependent binding partners cannot account  fully  for all 
of  the  functions  mentioned  above  as  phosphotyrosine‐dependent  protein  interaction 
screens  only  identified  the  Src‐homology 2 (SH2)‐containing  proteins  Grb7  (175)  and 
C‐terminal Src kinase (Csk) (182) as phospho‐Tyr14‐Cav1 interaction partners .  
Cav1  and  phospho‐Tyr14‐Cav1  were  also  linked  repeatedly  to  cytoskeletal 
reorganization and activation of small GTPases, which  links Cav1 signaling to a modulation 
of  the  actin  cytoskeleton.  Cav1  directly  binds  to  the  F‐actin  cross‐linking  protein  filamin 
(183) and the Rho‐associated serine/threonine kinase (Rock) (184). Furthermore, Cav1 was 
shown to be able to associate with multiple small GTPases and regulate their activity. The 
small  GTPase  RhoA  was  shown  to  localize  to  caveolae‐enriched membrane  domains  in 
endothelial cells and to coimmunoprecipitate with Cav1 in vitro, suggesting an interaction of 




then  decreases  activity  of  the  p190  Rho GTPase‐activating  protein  (p190RhoGAP)  which 
leads  to  increased  levels of active GTP‐bound RhoA,  thus promoting RhoA signaling  (186). 
Therefore the activation of RhoA by phospho‐Tyr14‐Cav1  is hypothesized to function  in an 
indirect way.  Indeed,  levels  of  active  RhoA  are  reduced  in  Cav1‐negative  cells,  however, 
levels of active Rac1 and Cdc42 are increased in the absence of Cav1 (186, 189‐191). These 
findings were also linked to the CSK‐mediated inactivation of Src, as Src kinase is involved in 
Rac  and  Cdc42  activation  (192‐196).  Similarly  to  RhoA,  Rac1  and  Cdc42  have  also  been 
found to directly interact with Cav1. Cav1 is hypothesized to function as a Rho protein GDP 
dissociation  inhibitor  (Rho‐GDI)  on  Cdc42  after  direct  binding  to  the GDP‐bound  form  of 










accumulate  at  Shigella entry  foci on host  cells,  assisting  and  enhancing  Shigella host  cell 
binding and cellular entry  (198).  In bone marrow‐derived mast cells, CD48, a  receptor  for 
FimH‐expressing  E. coli  is  recruited  to  caveolae‐rich  membrane  domains,  resulting  in 
increased  bacterial  entry  within  E. coli‐encapsulating  caveolar  chambers  (199).  Similarly, 
disrupting  caveolae  by  cholesterol  depletion  significantly  reduces  the  ability  of 
Campylobacter  jejuni to enter Caco‐2 colon epithelial cells (200). Cav1 also associates with 
early and  late  inclusions of the obligate  intracellular pathogen Chlamydia trachomatis and 
this  pathogen  was  found  to  enter  host  cells  via  caveolin‐containing  sphingolipid  and 
cholesterol‐enriched  plasma  membrane  microdomains  (201,  202).  Thus,  lipid  rafts  and 
caveolae have been generally associated with increased cellular invasion by microbiological 
pathogens  (203, 204).  Furthermore, bacterial  toxins,  such as  anthrax  toxin,  listeriolysin O 
and cholera toxin, have been reported to target lipid domains (205‐207). 
In  line with these findings Kirchner et al. monitored the cellular  localization of Cav1 
in ME‐180 epithelial  cells  following  infection with piliated gonococci  (P+GC)  in our  group. 
She previously  found that endogenous Cav1 colocalizes with attached diplococci and P+GC 
MCs  after  two  hours  of  infection  (208).  Interestingly,  down‐regulation  of  Cav1  by  siRNA 
resulted  in bacterial uptake  into host cells. This uptake was  identified to be Tfp‐specific, as 
Opa‐mediated bacterial uptake remained unaltered by Cav1 expression, and independent of 
pilus retraction. The observed epithelial cell entry of P+GC resulted in a drastic decrease over 




Like  for many  bacterial  pathogens,  successful  attachment  of N. gonorrhoeae—the 
causative  agent of  the  sexually  transmitted disease  gonorrhea—to host  cells depends on 
1.6 Introduction 
  29
specialized  structures  on  the  bacterial  surface  called  type  IV  pili.  After  Tfp‐mediated 
attachment to host cells, the bacteria form MCs on the cell surface, which was thought to 
depend  entirely  on  bacterial  factors.  The  contribution  of  host  cells  to  extracellular MC 
formation  will  be  investigated  in  this  study  using  high‐resolution  live  cell  microscopy. 
Moreover, P+GC  infection  and  attachment  induce  changes within host  cells  that  facilitate 
and  promote  infection.  However,  little  is  known  regarding  the  cellular  signaling  events 




these  findings  in another  infection model with piliated bacteria, Cav1 recruitment  in EPEC 
infection will  be  investigated,  as  initial  adherence  of  EPEC  to  intestinal  epithelial  cells  is 
conducted by type IV bundle‐forming pili. Kirchner and De Graaf further investigated cellular 
processes upstream of Cav1  recruitment and  reported  that Cav1  recruitment  to bacterial 
infection  sites  is  abrogated  by  cholesterol  depletion  (208),  blockage  of  tyrosine 
phosphorylation  (208)  and    protein  kinase  A  inhibition  (209).  However,  important 
characteristics of Cav1  recruitment after P+GC  infection  still  require  investigation,  such as 
the  temporal  dynamics  and  progression  of  the  recruitment,  the  spatial  distribution  of 
recruited  Cav1  within  host  cells  and  the  molecular  features  of  Cav1  required  for  its 
recruitment. These questions will be addressed by expressing fluorescent Cav1 constructs as 
well as Cav1 mutants and monitoring Cav1  recruitment after P+GC  infection using  live‐cell 
imaging,  three‐dimensional  image  reconstruction  and  electron microscopy.  Furthermore, 
the relevance of tyrosine‐phosphorylation of Cav1 during P+GC infection will be investigated 
by monitoring  Cav1  phosphorylation  levels  by  immunoblotting  and  immunofluorescence 
experiments.  As  it  was  reported  that  a  functional  actin  cytoskeleton  is  required  for 
inhibition of bacterial internalization (208), one of the main goals of this work is to identify a 
possible functional  link between Cav1 and cytoskeletal components. Cav1 phosphorylation 
at  Tyr14  has  repeatedly  been  reported  to mediate  cell  signaling  and  to  be  required  for 
activation  of  small GTPases;  however,  only  very  few  binding  partners  of  phospho‐Tyr14‐
Cav1 have been characterized so far. Therefore, the  identification of novel phospho‐Tyr14‐
Cav1  signaling  partners  is  a  prime  objective  of  this  study,  which  will  lead  to  a  better 




phosphorylated  Cav1  will  be  performed.  Identified  interactions  involved  in  downstream 
















P+GC   N280  MS11‐F3‐54b; opaC::cat; P+ Opa− (210) 
P+GC‐GFP  N1174  MS11‐F3‐54b; opaC::cat; Hermes‐8 plasmid pMKGFP 
conjugated from N1081, P+ Opa−, GFP 











Cell line:  Collection No.:  Properties:  Media and 
Supplements: 





























































































Cav1‐HA  L306  Full‐length  Cav1  coding  region  was  amplified  from 
total  cDNA  of ME‐180  cell  line  and  cloned  into  the 
expression vector pcDNA3  (Promega)  (208), plasmid 
provided by Yury Churin 
Y14F‐Cav1‐HA   L312  Y14F‐Cav1‐HA  was  generated  by  changing  tyrosine 
14  of  cav1  in  Cav1‐HA  to  phenylalanine  using  the 




Y14F‐Cav1‐GFP  L324  Cav1  coding  region was  subcloned  from  Y14F‐Cav1‐
HA into pEGFP‐N1 (Invitrogen) 
ΔCav1‐HA  L371  Cav1 coding  for AA 32‐178 (Cav1  isoform beta) was 
cloned  into the vector pcDNA3, plasmid provided by 
Yury Churin 
Y529F‐Src  L101  Src‐Y527F  cloned  into  pNeoMSV  was  provided  by 
T. Hunter (212) 
pEGFP‐C2  L367  pEGFP‐C2 was provided by Dr. László Buday 
GFP‐Vav2  L368  Full‐length Vav2 cloned  into pEGFP‐C2 was provided 
by  Dr. László  Buday  (Semmelweis  University, 
Budapest, Hungary) 
pcDNA3.FLAG  L369  pcDNA3.FLAG  was  provided  by  Dr.  Daniel  D. 
Billadeau (Mayo Clinic, Rochester, MN, USA). 
Truncated Vav2   L370  C‐terminal SH3‐SH2‐SH3 domains of Vav2 cloned into 
pcDNA3.FLAG  was  provided  by  Dr.  Daniel  D. 
Billadeau (Mayo Clinic, Rochester, MN, USA). 
PLCδ‐PH‐eGFP   H3784  PH‐domain of PLCδ fused to GFP was provided by T. 









anti Cdc42  rabbit 1:500 (IB) Abcam 
anti‐14‐3‐3 beta   rabbit 1:2000 (IB) Santa Cruz 




anti‐Cytokeratin 8  mouse 1:1000 (IB) Santa Cruz 







anti‐Neisseria gonorrhoeae  rabbit 1:100 (IF) USBiological 
anti‐p110  rabbit 1:1000 (IB) Santa Cruz 




anti‐Phospho‐Tyr14‐Cav1  rabbit 1:100 (IF) GenScript 
anti‐Phospho‐Tyr14‐Cav1, clone 56  mouse 1:1000 (IB) BD Transduction 
anti‐pilus,m346  mouse 1:33 (IF) MPIIB 
anti‐PLCγ1   rabbit 1:1000 (IB) BD Transduction 
anti‐Rac1  mouse 1:2000 (IB) Millipore Kit 
anti‐RhoA  mouse 1:250 (IB) Cell Biolabs Kit 
anti‐RhoA  mouse 1:500 (IB) Cytoskeleton Kit 
anti‐Vav2, C64H2 monoclonal  rabbit 1:1000 (IB) Cell Signaling 
anti‐β‐Actin  mouse 1:5000 (IB) Sigma 
 
Secondary antibodies:
CyTM2‐conjugated anti‐mouse IgG  donkey 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
CyTM2‐conjugated anti‐rabbit IgG  goat 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
CyTM3‐conjugated anti‐mouse IgG  donkey 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
CyTM3‐conjugated anti‐rabbit IgG  goat 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
CyTM5‐conjugated anti‐mouse IgG  donkey 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
CyTM5‐conjugated anti‐rabbit IgG  goat 1:100 (IF) Jackson Immuno Research
ECLTM anti‐mouse IgG, HRP‐linked  sheep 1:3000 (IB) GE Healthcare 






SDS  running  gel  buffer 
(4x) 
60,5 g Tris/HCl, 4 g SDS, add 1000 ml H2O, adjust to pH 6.8









Semi  Dry  Blot  Transfer 
Buffer (1x) 
50 mM Tris‐HCl, 40 mM Glycine, 20 % (v/v) Methanol 


























































































































Binoculars  (Olympus),  Phase  contrast  microscope  (Olympus),  Laser  scanning  confocal 
microscope TCS SP  (Leica), Laser  scanning  live cell confocal microscope VT‐Infinity  system 
(Visitron  Systems),  consisting  of  an  Olympus  IX81  (Olympus),  VT‐Infinity  galvo  scanner 
confocal  head  (Visitron  Systems)  and  a  Hamamatsu  C9100‐02  CCD  camera  (Hamamatsu 
Photonics  K.K),  Epifluorescence  microscopes  (Nikon,  Leica),  4700  Proteomics  Analyzer 
(Applied Biosystems), RMC MTX/CRX cryo‐ultramicrotome (Boeckeler  Instruments, Tucson, 
AZ, USA), Leo 906E transmission electron microscope (Carl Zeiss, Jena, Germany) equipped 
with  a Morada  digital  camera  (Silicon  Integrated  Systems,  Hsinchu,  Taiwan),  Centrifuges  
(Kontron  Instruments, Sorvall, Hermle, Eppendorf), Mini‐Protean  II electrophoresis  system 
(BioRad),  Immunoblotting  equipment  (BioRad),  film  developing  machine  (Kodak),  ELISA 
photometer  (Molecular  Devices),  Photometer  (Pharmacia  Biotech),  pH‐Meter  (inoLab), 
Agarose  gel electrophoresis  chamber  (MMC‐Biotech), PCR Gene Amp PCR  System  (Perkin 
Elmer), HERA incubators (Heraeus), Thermocycler (Perkin Elmer), Water bathes (GFL), –80°C 
freezer  (Forma  Scientific), pH‐meter  (WTW), Balances  (Sartorius),  Laminar  flow  chambers 
(Heraeus),  Fume  hood  (Prutscher),  Vortex mixer  (IKA‐Works),  PVDF  Transfer Membrane 
(PerkinElmer),  Amersham  Hyperfilm  (GE  Healthcare),  Whatman  chromatography  paper 
(Schleicher and  Schüll),  cell  culture dishes  (TPP  and Corning  Life  Sciences), 3.5  cm2  glass‐
bottom  live‐cell  dishes  (MatTek)  sterile  cell  culture  pipettes  (Corning  Life  Sciences), 




BCA Protein Assay  (Pierce), Plasmid Mini Kit  (Qiagen), QIAfilter Plasmid Maxi Kit  (Qiagen), 






Windows XP  (Microsoft), Office  2007  (Microsoft), Photoshop CS3  (Adobe),  Illustrator CS3 
(Adobe), Acrobat  (Adobe), Reference Manager 11  (Thompson  ISI  research  soft), Chromas 




























for  infection  experiments  were  diluted  1:100  in  serum  free  Dulbecco's  modified  Eagle 
medium (DMEM) and grown for 3.5 h at 37°C without shaking under a 5% CO2 atmosphere 
to  an OD600  of  approximately








on  ice.  The  reaction  tube was  subsequently  heated  shocked  at  42°C  for  90  seconds  and 










3  (AGS  control)  and  AGS  179  (AGS  Cav1)  cells  were  grown  in  RPMI  1640  medium 
supplemented with 10% FCS and 0.5 mg/ml Geneticin G‐418. All cell lines cells were grown 
in 75 cm2 culture  flasks at 37°C  in a humidified  incubator with an atmosphere of 5% CO2. 
Cells were splitted before reaching 100% confluency. Therefore, cells were washed with to 
37°C pre‐warmed PBS, 1 ml of  to 37°C pre‐warmed  trypsin was added and  the cells were 









min, 1 M Cytochalasin D  for 30 min, 10 µM PP2  for 1 h, 10 µM STI571  (Imatinib)  for 1h, 
20 µM, 100 µM and 300 µM NSC23766 for 1 h and 50 ng/ml, 100 ng/ml, and 250 ng/ml cell 
permeable  Rho  inhibitor  CT04  for  4  h.  After  incubation  cells  were  processed  for 
immunoprecipitation  experiments  or  bacteria were  added  for  infection  experiments.  To 
obtain pervanadate, 37,5 µl orthovanadate from a 0,2M stock solution was  incubated with 
70 µl of 3% H2O2 and  filled up  to 500 µl with RPMI. After  incubation  for 10 min at  room 
temperature, a 1:100 dilution with RPMI was prepared (final concentration 150 µM). 
Infection with  P+GC:  Cells were washed  three  times with  serum‐free medium  and  fresh 
serum‐free medium was added to the 70‐80% confluent cell monolayer 1 h before infection. 
P+GC not grown more than 16 h were carefully resuspended in 5 ml serum‐free cell culture 
medium.  Bacterial  concentration was  determined  photo  spectrometrically measuring  the 
OD550 and the bacterial count was approximated using standard growth curves. P
+GC were 














infection  time  was  70‐80%.  Cells  were  washed  three  times  in  serum‐free  RPMI  1640 
medium prior  to  infection and  incubated  in  serum‐free RPMI 1640 medium 1 h. Bacteria 










Cells were seeded  in 12‐well‐plates,  incubated overnight at 37°C  in a humidified  incubator 
with  an  atmosphere  of  5%  CO2  and  grown  to  a  confluency  of  70‐80%.  Cells were  once 
washed with warmed  PBS  and  fresh  500  µl  of warmed OptiMem was  added  to  the  cell 
monolayer.  0.5  µg  plasmid DNA was  dissolved  in  50  µl OptiMem  and  separately  1  µl  of 
Lipofectamine  2000 was  dissolved  in  50  µl OptiMem.  Both mixtures were  incubated  for 
5 min  at  RT  and  then  combined, mixed  and  incubated  for  30  min  at  RT.  The  solution 
containing  DNA‐lipid  complexes  was  then  added  dropwise  to  the  cells  and  cells  were 
incubated for 4 h. at 37°C with 5% CO2. Transfection solution was then replaced with fresh 







12‐well  in  serum‐containing  culture medium. Next,  1.5‐3 µl  of  a  20 µM  siRNA  stock was 
diluted in 100 µl serum‐free culture medium, the solution was mixed and 4 µl Hiperfect was 








shRNA‐expressing  vectors were  constructed by  cloning  computed  shRNA oligonucleotides 
into the pLVTHM vector. The sequences of the targets of the shRNAs are as follows: human 
Cav1,  5′‐CAGCAACAATTTATGAATTGA‐3′;  human  Vav2,  5′‐GCATGACTGAAGATGACAAGA‐3′; 
human  PLCγ1,  5′‐GGACTTTGATCGCTATCAAGA‐3′;  firefly  luciferase, 
5′‐AACTTACGCTGAGTACTTCGA‐3′.  All  constructs  were  verified  by  sequencing.  Viruses 
carrying the shRNAs were produced by transfecting 293T cells with the generated pLVTHM 
constructs  together with  viral  packaging  vectors  (psPAX2,  pMD2G,  kindly  provided  by D. 
Trono,  Ecole  Polytechnique  Fédérale  de  Lausanne,  Switzerland)  by  calcium  phosphate 
transfection. Viruses were harvested from the supernatant 48 h after transfection, filtrated, 
and applied to ME‐180 cells for  lentiviral  infection  in the presence of polybrene (5 µg/ml). 










moist  conditions.  Cells were washed  three  times with  PBS  and  the  secondary  antibodies 
diluted  in blocking solution were added for 1 h. Again cells were washed three times with 
PBS  and  mounted  onto  glass  slides  using  Mowiol.  Differential  staining  of  intra‐  and 
extracellular  bacteria  was  achieved  by  double  staining  of  bacteria,  primarily  without 








ME‐180  cells  were  grown  in  3.5  cm2  glass‐bottom  dishes  overnight  under  standard 
conditions. Fresh serum‐free RPMI without phenol red was added, and cells were placed in 
a humidified  incubation chamber at 37 °C and 5% CO2. Images were obtained with the VT‐
Infinity  system. Briefly,  the  system  consists of an Olympus  IX81, VT‐Infinity galvo  scanner 
confocal head, and a Hamamatsu C9100‐02 CCD camera. Bright field images were acquired 
with a 63× phase contrast objective and a high‐speed shutter system. Fluorescent  images 
were acquired with a 488 nm  laser beam with an  intensity of 250 mW using  the 488 nm 




Protein  electrophoresis  was  performed  using  the  Biorad Mini‐Protean  II  electrophoresis 













Stripping  of  Western  Blots:  PVDF  membranes  were  again  activated  by  incubation  in 





Cells  were  lysed  in  1×  Immunoprecipitation  cell  lysis  buffer  containing  PhosStop 
Phosphatase  Inhibitor and Complete™ Protease  Inhibitor. The  lysates were pre‐cleared  for 
4 h with protein G‐agarose beads and incubated with 2 µg bait antibody overnight. Protein 
G‐agarose  beads  were  subsequently  added  for  4  h  to  precipitate  antigen‐antibody 
complexes. After extensive washing, the precipitate was eluted by heating to 95 °C  in SDS 













Peptides  were  synthesized  as  pairs,  one  phosphorylated  on  Tyr14  and  the  other  not 
phosphorylated,  purified  to  >  95%  by  preparative  reverse  phase  HPLC,  and  quality 
controlled via mass  spectrometry and analytical HPLC. For affinity pull‐downs, 10 nmol of 
immobilized  peptide  was  added  to  ~2 mg  of  cell  lysate.  ME‐180  cells  were  lysed  in 





at  4 °C  with  streptavidin  agarose  beads,  pre‐saturated  with  the  respective  biotinylated 
peptides.  After  extensive washing,  the  streptavidin  precipitate was  eluted  by  heating  to 
95 °C  in SDS  loading buffer and  the  individual proteins separated by SDS‐PAGE. Separated 




AGS  and ME‐180  cells  (2  ×  107)  were  washed  with  PBS  at  4  °C  and  then  incubated  in 
cytoskeletal  lysis buffer  (1 mM EGTA, 4% PEG 6000, 100 mM PIPES pH 6.9, 0.5% Triton X‐
100) for 5 min at 4 °C to stabilize the cytoskeleton. Supernatant containing cytoplasmic and 










the  indicated  time  points,  aliquots  snap‐frozen  in  liquid  nitrogen,  and  the  protein 
concentration determined using Precision Red™ Advanced Protein Assay. Cell lysate (37.5 µg 
protein)  from each sample was  incubated  in microwells coated with the  isolated Rhotekin 
Rho‐binding  domain.  Active  RhoA  was  subsequently  measured  using  immunodetection 






P+GC  pili  were  purified  as  described  previously  (217).  Purified  pili  were  utilized  for 
immunizing BALB/c mice  for  the  generation of monoclonal  antibodies  following  standard 
poly‐ethylene  glycol  (PEG)  fusion  protocol.  Briefly,  6–8‐wk‐old  Balb/c mice were  primed 
with 50 µg of purified pili in Freund complete adjuvant followed by two boost injections on 







the  specimens  were  cut  into  small  blocks,  post‐fixed  in  2%  PFA,  and  infiltrated  with  a 
sucrose/PVP  solution.  Specimens were mounted on  a  stub,  frozen  in  liquid nitrogen,  and 
60 nm sections were produced using a RMC MTX/CRX cryo‐ultramicrotome. Sections were 
thawed,  blocked,  and  incubated  with  anti‐Cav1  antibody  (rabbit,  BD  Transduction 
Laboratories).  After  washing,  bound  antibody  was  detected  using  anti‐rabbit  secondary 














P+GC  infection. Endogenous Cav1  colocalized with P+GC MCs after  two hours of  infection 
(208) which blocked premature (and for the bacteria deleterious) uptake of P+GC  into host 
cells. Based on these findings, Cav1 localization in P+GC infected ME‐180 cells was analyzed 
utilizing confocal  imaging to  further  investigate the mechanism of Cav1‐mediated block of 
P+GC  uptake  into  host  cells.  Endogenous  Cav1  localized  to  P+GC  infection  sites  2h  post 
infection consistent with the prior findings (Figure 3‐1) (208). 
To better understand  the dynamics of Cav1 recruitment  to  the  infection sites,  live‐
cell imaging of Cav1‐GFP transfected cells was used. A substantial accumulation of the Cav1‐




P+GC  attachment  to  the  host  cell  Cav1‐GFP  accumulation  was  detected  at  bacterial 
attachment  sites  (Figure 3‐2,  lower panel). The observed Cav1‐GFP  recruitment continued 









Cav1  has  also  been  shown  to  localize  to  non‐caveolar  cellular  regions  where  it 
participates in transport of signaling proteins, in particular after being phosphorylated on its 
tyrosine 14  residue  (Tyr14)    (160, 161, 218). Therefore  it was hypothesized  that  the Cav1 
recruited  to  P+GC  MCs  localizes  just  outside  the  caveolae  and  plays  a  role  in  protein 
trafficking or signaling. To test this, the exact subcellular localization of the recruited Cav1 at 
the  infection  sites  was  analyzed  by  3D  image  reconstruction  and  transmission  electron 
microscopy  (TEM)  in  different  cell  lines.  To  learn  if  Cav1  recruitment  is  a  general 
phenomenon during P+GC infection, Cav1 localization and function during the infection were 
studied  in another cervical epithelial cell  line. Therefore Cav1‐GFP was expressed  in HeLa 
cells,  which  were  subsequently  infected  with  P+GC.  The  bacteria  were  stained  and  the 
localization  of  the  GFP  construct  was  monitored  by  confocal  microscopy.  Images  were 
assembled  as  a 3D  reconstruction of  the  infected host  cell  and  the  location of Cav1 was 
Figure 3‐2. Excerpts of Movie 1: ME‐180  cells were  transfected with Cav1‐GFP and  subsequently  infected
with P+GC. Cav1‐GFP (green)  is recruited within seconds to  individually attached P+GC (red)  in ME‐180 cells











To  compare  endogenous Cav1  localization with  cytoskeletal proteins  known  to be 
recruited  to  cortical  plaques  (121),  F‐actin  and  Cav1  recruitment  were  monitored 
simultaneously. Analysis of horizontal sections of confocal image stacks revealed that F‐actin 
structures  in P+GC‐infected cells  localized at  the plasma membrane and endogenous Cav1 
was  found  right  below  these  F‐actin  structures  (Figure 3‐3B).  These  results  indicate  that 
recruited Cav1  localizes  upon  P+GC  infection  not  only  close  to  the  bacteria  but  also  in  a 
defined position within a set of proteins, one of them being F‐actin. 
Figure  3‐3.  Recruited  Cav1  is  found  in  the  vicinity  of  P+GC,  but  not  directly  at  the  plasma membrane.
(A) 3D reconstruction of  confocal  images depicting Cav1‐GFP  (green)  recruitment  in  the host  cell 2 h post
infection with P+GC (red). Gaps between P+GC and Cav1 are indicated by white arrows. (B) Horizontal (a) and
vertical  (b, c)  confocal  image  sections  show  F‐actin  (red)  localization  between  bacteria  (blue)  and
endogenous Cav1  (green)  in  infected ME‐180  cells.  Scale bar: 10 µm.  (C)  Immunogold  labeling of Cav1  in




Given  the  co‐localization  of  the  F‐actin  and  Cav1  at  the  infection  sites,  the 
importance of a functional actin cytoskeleton for Cav1 recruitment was analyzed next.   As 
previously  reported  (121), attachment of P+GC  to epithelial  cells  induced  the assembly of 
F‐actin structures at sites of bacterial attachment (Figure 3‐4, left panels). ME‐180 cells were 
then  treated  with  cytochalasin D  (Cyt D),  which  inhibits  actin  polymerization  thereby 
disrupting actin  filaments. This  treatment prevented Cav1 accumulation at P+GC  infection 
sites  (Figure  3‐4,  right  panels)  consistent  with  earlier  findings  of  our  group  that  actin 
filament disruption with Cyt D or  latrunculin A  induced premature bacterial  internalization 





cells were  infected with a  lentivirus expressing a  short hairpin RNA  (shRNA)  targeting  the 
Cav1 mRNA, resulting in the stable knockdown cell line ME‐180 shCav1. As control a cell line 
expressing  a  shRNA  targeting  firefly  luciferase  mRNA  was  used  (ME‐180  shLuci).  The 







panel).  Consequently,  the  generated  cell  lines were  tested  in  the  P+GC  infection model. 
Consistent with previous findings (208),  infection of the ME‐180 shCav1 cell  line with P+GC 
resulted in internalization of the bacteria as demonstrated by confocal microscopy (Figure 3‐
5). The  total number of cell‐associated bacteria was similar  in  the shCav1 and shLuci cells 
and was  thus unaffected by Cav1 expression. However, differential  fluorescent staining of 
intracellular  and  extracellular  bacteria  revealed  that  internalized  bacteria  could  only  be 
found in the shCav1 knockdown but not in the shLuci control cells. 
Taken  together,  these  results demonstrate  that Cav1  recruitment  to  the vicinity of 
attached P+GC  is an  immediate actin‐dependent cellular  response  that plays an  important 
role in preventing the internalization of P+GC by host epithelial cells. 
 
Figure  3‐5.  ShRNA‐mediated  down‐regulation  of  Cav1  in  ME‐180  cells  results  in  P+GC  internalization.
Intracellular  bacteria  (red)  are  detected  in ME‐180  shCav1  cells  (right  panels) whereas  only  extracellular









about  a  possible  role  of  Cav1  phosphorylation  during  infection,  the  cellular  amounts  of 
Tyr14‐phosphorylated  Cav1  and  the  localization  of  Tyr14‐phosphorylated  Cav1  (phospho‐
Tyr14‐Cav1) as well as its kinase Src were investigated following P+GC infection. 
First,  the  cellular  localization  of  phospho‐Tyr14‐Cav1  was  determined  using 
immunofluorescence  staining  and  confocal  imaging  (Figure  3‐6).  To  identify  if  the  Cav1 
recruited  to  P+GC  attachment  sites  is  phosphorylated,  a  phospho‐Tyr14‐Cav1  specific 
antibody  was  utilized  for  immunofluorescent  staining.  Despite  the  low  levels  of 
immunostaining for Tyr14‐phosphorylated Cav1 (green), it could be detected in the vicinity 
of attached P+GC  (red), as observed previously  for non‐phosphorylated Cav1  (Figure 3‐1  ‐ 
3‐4). This suggests a possible link between P+GC infection and Cav1 phosphorylation. 
To confirm Cav1 phosphorylation during P+GC  infection, ME‐180 cells were  treated 
with  the  phosphotyrosine  phosphatase  (PTP)‐inhibitor  pervanadate  before  infection. 
Pervanadate treatment prevented a possible dephosphorylation of Cav1 and thus resulted 
in the accumulation of the phosphorylated state of Cav1, which allowed an easier detection 
of  the phosphorylated Cav1 by  immunofluorescence. Thus  cells were  immunostained and 
the localization of Cav1 and phospho‐Tyr14‐Cav1 was monitored using confocal microscopy 
(Figure 3‐7A). Again, phospho‐Tyr14‐Cav1 could be detected in the vicinity of attached P+GC 








localization  of  Src  kinase  was  investigated  during  P+GC  infection.  Unfortunately 
immunofluorescence staining of endogenous Src was not successful; therefore constitutively 
active  Src  kinase  (Y529F‐Src),  in  which  the  tyrosine‐529  residue  has  been  replaced  by 
phenylalanine, was expressed in HeLa cells. After transfection, the cells were then infected 
with  P+GC  and  localization  of  Cav1  as  well  as  Y529F‐Src  was  monitored  by 
immunofluorescence  staining  and  confocal  analysis.  However,  the  localization  of  the 
endogenous  Src  protein  could  only  be  approximated  through  the  localization  of  the 
constitutively  active  Src  mutant  after  infection.  Nonetheless,  confocal  analysis 
demonstrated that Cav1 and Y529F‐Src were recruited jointly to P+GC infection sites (Figure 
3‐7B).  This  Cav1‐Y529F‐Src  co‐localization  in  close  vicinity  of  the  P+GC  infection  sites 
indicates  that  phospho‐Tyr14‐Cav1  and  active  Src  kinase  can  be  recruited  underneath 




(blue). Recruited phospho‐Tyr14‐Cav1  colocalizes with Cav1  (red, white arrows).  (B) Transiently expressed





 To  better  understand  the  changes  in  the  cellular  localization  of  Cav1  and  its 
recruitment during the  infection process Cav1 mutants were generated and their ability to 
be  recruited  to  the  infection  sites was  analyzed.  The  functional  importance  of  the  Tyr14 
phosphorylation site was investigated using a ΔCav1‐HA construct that lacks the first 31 AA 
of wild  type Cav1 and  therefore does not  comprise anymore  the phosphorylatable Tyr14 
site.  In  addition,  the  Tyr14  of wild  type  Cav1 was  replaced with  phenylalanine  by  site‐
directed mutagenesis,  resulting  in  the  constructs  Y14F‐Cav1‐HA  or  Y14F‐Cav1‐GFP.  Full‐
length  constructs  of Cav1 with  either  a C‐terminal HA‐  or GFP‐tag were  used  as  control. 
Figure 3‐8. Recruitment of Cav1 during  infection requires full‐length, phosphorylatable Cav1. (A) Expressed
ΔCav1‐HA  (green,  right  panel)  shows  a  distinct  expression  pattern  than  expressed  Cav1‐HA  (green,  left
panel). ΔCav1‐HA  is found  in proximity of the nucleus (possibly remaining within the ER) whereas Cav1‐HA














that  ΔCav1‐HA  remains  mainly  in  or  at  the  endoplasmatic  reticulum  and  cannot  be 
mobilized to reach other cell compartments.  P+GC infection did not result in recruitment of 
the ΔCav1‐HA construct (Figure 3‐8B), which indicates that the first 31 amino acids of Cav1 
are  required  for  the correct  localization of  the protein as well as on  the  re‐localization of 
Cav1 observed after P+GC  infection. To specifically  investigate the Ty14 phosphorylation of 
Cav1,  Cav1‐GFP  and  Y14F‐Cav1‐GFP were  expressed  in  the  Cav1‐negative  AGS  cells  that 
were  subsequently  infected with  P+GC.  In  contrast  to  Cav1‐GFP,  Y14F‐Cav1‐GFP was  not 
recruited to the sites of bacterial attachment  (Figure 3‐8C). Thus, Cav1 recruitment to the 
infection  sites  requires  the  Tyr14  residue  and  the  deletion  of  the N‐terminal  part  of  the 






serum  starved ME‐180  cells  to  synchronize  the  cells  and  suppress  residual  Src  activity. 
Western blot analysis demonstrated that P+GC infection stimulated Cav1 phosphorylation at 
Tyr14 (Figure 3‐9) and the quantification of phospho‐Tyr14‐Cav1 in control‐treated ME‐180 
cells  showed  that  Cav1  phosphorylation  levels  were  increased  1.5‐fold  after  5 min  of 











    Previous  studies  reported  that Cav1 binds  to proteins of  the  cytoskeleton  such as 
the actin cross‐linker filamin as well as to the intermediate filaments (183, 224). Moreover, 
Cav1 is relocated along cytoskeletal structures to the caveolae‐free front of migrating cells, 
which  requires phosphorylation of Tyr14  (180). To determine  if  the Cav1 association with 
the cytoskeleton  (Figures 3‐3B and 3‐4) was dependent on  the Tyr14 residue of Cav1,  the 
Figure  3‐9.  Cav1  phosphorylation  during  P+GC  infection  depends  on  Abl  and  Src  kinases. Western  blot
analysis of phospho‐Tyr14‐Cav1  levels  (upper panels) and quantification of phosphorylation  levels of three
different  experiments  (lower  panel)  demonstrate  elevated  Cav1  phosphorylation  starting  5 min  post
infection. Phosphorylation  is  increased by more  than 3‐fold  in  control‐treated  cells 90 min post  infection.




cytoskeletal  fraction  from AGS  cells, which have been  transfected either with Cav1‐HA or 
with  the  phosphorylation‐defective mutant  Y14F‐Cav1‐HA,  was  purified.  Similarly  to  the 
endogenous Cav1 in ME‐180 cells, wild type Cav1‐HA transfected into AGS cells was largely 
recovered  from  the  cytoskeletal  fraction,  whereas  Y14F‐Cav1‐HA  showed  a  reduced 
association with  the cytoskeleton as observed  in P+GC‐infected as well as uninfected cells 
(Figure  3‐10).  Thus,  phosphorylation  of  Cav1  on  Tyr14  promotes  its  association with  the 
cytoskeleton irrespective of P+GC infection. 
 Since  Cav1  recruitment  to  the  infection  sites  blocks  bacterial  uptake,  the 
requirement  of  Cav1  Tyr14  phosphorylation  for  impediment  of  P+GC  internalization was 
investigated. Therefore Cav1‐HA and Y14F‐Cav1‐HA were expressed  in Cav1‐negative AGS 
cells, which were subsequently infected, fixed and immunostained using antibodies against 
Cav1  and  P+GC. Differential  fluorescent  staining  of  intracellular  and  extracellular bacteria 




Figure  3‐10.  Interaction  of  Cav1  with  cytoskeletal  components  depends  on  Cav1  phosphorylation  but
functions independently of P+GC infection. Fractionation of transfected AGS cells reveals a strong association
of  wild‐type  Cav1  (Cav1‐HA),  but  not  the  phosphorylation‐deficient  mutant  (Y14F‐Cav1‐HA),  with
cytoskeletal  components  (lower  panel,  red  marking).  This  was  observed  in  P+GC‐infected  as  well  as
uninfected  samples.  Endogenous  Cav1  likewise  associates with  cytoskeletal  components  in ME‐180  cells
independently of P+GC‐infection (lower panel). Cytokeratin 8 serves as a control for the correct  localization
of cytoskeleton‐associated proteins into the cytoskeletal components fraction (upper panel). 14‐3‐3β serves












wild‐type  Cav1‐transfected  AGS  cells  (middle  panel).  In  contrast,  transfection  of  the  phosphorylation‐
deficient mutant,  Y14F  Cav1,  does  not  impede  bacterial  uptake  by  AGS  cells  (right  panel).  Intracellular






interaction  partners  of  phospho‐Tyr14‐Cav1  have  been  described  so  far.  Large  scale 
approaches  have  been  undertaken  to  identify  novel  interaction  partners;  however,  in  a 
Figure 3‐12*. A comprehensive, quantitative screen using microarrays of recombinant human SH2 and PTB
domains  reveals  Tyr14‐phosphorylation‐dependent  binding  of  Cav1  to  several  SH2‐domain  containing









Gal4‐based  yeast  two‐hybrid  screen  only  Csk was  shown  to  bind  to  phospho‐Tyr14‐Cav1 
(182).  
To  identify  novel  interaction  partners  of  phospho‐Tyr14‐Cav1,  two  distinct 
experimental approaches were chosen: First, a  large scale SH2‐/PTB‐domain protein array 
was  screened  for  interactions with  a  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide.  Second,  a  biotinylated 
Tyr14‐Cav1  phosphopeptide  was  used  as  bait  in  a  streptavidin  pull‐down,  followed  by 
identification  of  all  precipitated  proteins.  Using  these  two  independent  approaches 
increased  the  probability  of  finding  and  verifying  novel  interaction  partners  of  Ty14 
phosphorylated Cav1. 
In the SH2‐/PTB‐domain screening approach, two fluorescently labeled peptides with 
sequences  corresponding  to  residues  5–22  of  Cav1  were  synthesized,  one  non‐
phosphorylated and the other phosphorylated on Tyr14. These peptides were then used to 
probe  protein  microarrays  comprising  virtually  all  Src  homology  2  (SH2)  and 
phosphotyrosine  binding  (PTB)  domains  encoded  in  the  human  genome,  as  previously 
described  (215).  In  order  to  obtain  quantitative  information,  the  arrays were  probed,  in 
duplicate, with eight concentrations of each peptide, ranging from 10 nM to 5 M. Then the 





In  total,  the  arrays  highlighted  six  SH2  domains  that  bound  the  Tyr14‐Cav1 
phosphopeptide  with  high  affinity  (KD  <  2  M):  Abl2  (KD=58  nM),  Vav2  (KD=222 nM), 
Phospholipase Cγ1  (PLCγ1;  KD=482 nM),  SH2D3C  (KD=874 nM),  Grb10  (KD=1371 nM)  and 
Abl1 (KD=1641 nM; Figure 3‐12; Table 3‐1). Strong interactions with the SH2 domain of Abl2 
are  frequently  observed  (this  is  a  particularly  promiscuous  domain),  therefore  the  high 
affinity interaction with the SH2 domain of RhoA GEF Vav2 (KD=222 nM) was notable. Solely 




To  control  for  the  Tyr14  specificity  of  the  identified  binding  proteins,  signaling 
proteins  that  could  interact with  Cav1  upon  phosphorylation  at  Tyr42 were  identified  as 
well. Two fluorescently labeled peptides with sequences corresponding to residues 33–50 of 
Cav1 were  synthesized, one phosphorylated on Tyr42 and  the other non‐phosphorylated. 
These  peptides  were  then  probed  with  identical  protein  microarrays.  This  experiment 
highlighted  three SH2 domains  that  recognized  the Tyr42‐Cav1 phosphopeptide with high 
affinity:  Nck2  (KD=622 nM),  Syk  (KD=1421 nM)  and  Stat1  (KD=1803 nM;  Figure 3‐12; 
Table 3‐2). Thus, none of the proteins identified to bind to the Tyr14‐Cav1 phosphopeptide 
were as well identified to bind to the Tyr42‐Cav1 phosphopeptide. 
Figure  3‐13.  Precipitation  of  a  biotinylated  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide  confirms  Tyr14‐phosphorylation‐




phosphoinositide  3‐kinase  (PI3K),  could  be  identified  as  an  interaction  partner  of  the  Tyr14‐Cav1







screen  and  also  to  identify  novel  phospho‐Tyr14‐Cav1  signaling  partners.  Therefore  a 
pulldown  assay  using  biotin‐labeled,  phosphorylated  and  non‐phosphorylated  Tyr14‐Cav1 
peptides comprising AA residues 7–21 of Cav1 as baits was performed in protein extracts of 
Cav1‐negative AGS cells.  Interacting proteins were precipitated using streptavidin‐agarose, 
separated  by  SDS‐PAGE  and  bands  specific  for  the  Tyr14  phosphorylated  Cav1  peptide 
(Figure 3‐13A;  numbered  arrows)  were  identified  by  Maldi‐MS/MS  (Table 3‐3).  Most 
interestingly,  p85,  the  regulatory  subunit  of  the  phosphoinositide  3‐kinase  (PI3K),  was 
identified  as  an  additional  novel  interaction  partner  of  the  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide 
(Figure 3‐13A  arrow No. 7). Additionally, myosin  IB, myosin  ID, non muscle myosin heavy 
chain  IIA,  cytokeratin  1,  beta‐actin  and  splicing  factor  proline/glutamine  rich  (SFPQ/PSF) 
were  identified as possible phospho‐Tyr14‐Cav1 binding partners  (Figure 3‐13A numbered 
arrows and Table 3‐3). 
The  streptavidin‐agarose  pulldown  assay  was  used  to  biochemically  confirm  the 






subunit  of  PI3K,  showed  a  highly  increased  affinity  to  the  phosphorylated  Cav1  peptide 
compared  to  the  non‐phosphorylated  peptide,  independently  of  P+GC  infection 
(Figure 3‐13B). Vav2 co‐purified exclusively with the phosphorylated peptide in precipitates 
of ME‐180  cells.  In  contrast  to  any  other  identified  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide  binding 
partners, 40% more Vav2 was recovered from infected cells than from uninfected cells when 
analyzing  equal  amounts  of  lysates  (Figure 3‐13B).  PLCγ1,  p85  and  p110  were  also 
exclusively detected in precipitates of the phosphorylated peptide from lysates of AGS cells, 
which also showed no difference in precipitation upon infection with P+GC (Figure 3‐13B). 
To  investigate  the  physiological  relevance  of  the  identified  Tyr14‐Cav1 
phosphopeptide  interaction partners,  immunoprecipitation experiments with endogenous 




that  had  been  pretreated  with  the  phosphatase‐inhibitor  pervanadate.  Pervanadate 
treatment  results  in  hyperphosphorylation  not  only  of  Cav1  but  of  all  phospho‐tyrosine 
proteins. Therefore Cav1 was also immunoprecipitated from a 1:1 mixture of lysates derived 
from  untreated  and  pervanadate‐treated  cells,  which  revealed  an  interaction  between 
phosphorylated  Cav1  and  non‐phosphorylated  Vav2  as  shown  by Western  blot  analysis 
(Figure 3‐14A). 
The effect of pervanadate treatment and P+GC  infection on the  identified Cav1‐p85 
interaction  was  investigated  similarly.  Cav1  was  immunoprecipitated  from  untreated, 
pervanadate‐pretreated  and  additionally  P+GC  infected ME‐180  cells. Here, Western  blot 
analysis demonstrated co‐immunoprecipitation of p85 with  full‐length Cav1  in all  samples 
(Figure 3‐14B),  however  no  difference  could  be  detected  here  between  untreated  and 
pervanadate‐treated cells. Furthermore, P+GC  infection did not  impact significantly on  the 
amount of co‐immunoprecipitated p85. 
Figure 3‐14.  Co‐immunoprecipitation  confirms  novel  phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  partners.  (A) Co‐





Cav1 was  precipitated  exclusively  from mixed  and  pervanadate‐treated  lysates.  Levels  of  co‐precipitated
Vav2  and  PLCγ1  were  strongly  increased  in  mixed  and  pervanadate‐treated  lysates.  (B)  Co‐





To better understand  the molecular mechanism of  the observed  specific phospho‐
Tyr14‐Cav1–Vav2 interaction, different Vav2 constructs were expressed in ME‐180 cells and 
immunoprecipitated  using  antibodies  against  the  respective  tags.  To  demonstrate  the 
reciprocity  of  the  observed  Cav1‐Vav2  protein‐protein  interaction,  first,  full‐length  Vav2 
tagged  with  GFP  was  expressed  in  pervanadate‐  and  control‐treated  cells.  This  allowed 
precipitating GFP‐Vav2 and GFP alone using an anti‐GFP antibody. Phospho‐Tyr14‐Cav1 co‐
precipitated  exclusively  from  pervanadate‐treated,  GFP‐Vav2  expressing  cells 
(Figure 3‐15A). This  further demonstrated  the phosphorylation‐specificity of  the phospho‐
Tyr14‐Cav1–Vav2 protein‐protein interaction. 
Figure  3‐15.  Co‐immunoprecipitation  confirms  relevance  of  the  SH2‐domain  of  Vav2  for  the  reported
phospho‐Tyr14‐Cav1‐Vav2  interaction. (A) GFP‐Vav2 and Cav1  interact exclusively after cell treatment with




Cav1.  Phosphorylated  Cav1  was  recovered  exclusively  from  pervanadate‐treated  lysates  of  GFP‐Vav2
expressing  cells.  (B)  Truncated Vav2  and Cav1  interact  exclusively  after  cell  treatment with pervanadate.







 Since only  the  SH2 domain of  the Vav2 protein had been  spotted on  the protein 
microarray,  it was  legitimate  to  assume  that  the  Vav2‐Cav1  interaction was  SH2‐domain 
specific.  To  verify  this,  truncated,  flag‐tagged  Vav2  that  consists  solely  of  the  C‐terminal 
SH3‐SH2‐SH3  domains  of  the  protein was  expressed  in  pervanadate‐  and  control‐treated 
cells. Similar to full‐length Vav2, the truncated Vav2 could be precipitated from transfected 
cells using a FLAG antibody and again phospho‐Tyr14‐Cav1 co‐precipitated exclusively with 
the  truncated  Vav2  from  pervanadate‐treated  cells  (Figure 3‐15B).  Thus  the  remaining 
domains  of  truncated  Vav2  are  relevant  and  sufficient  for  the  observed  phospho‐Tyr14‐
Cav1–Vav2 interaction.  
 Taken  together,  these  results  identify a  set of novel  interaction partners of Tyr14 






Table 3‐1: Phospho‐Tyr14‐Cav1 binding partners  identified by  screening of  the  SH2‐/PTB‐
domain protein microarray. 
KD value (nM)  Identified protein: NCBI Gene ID: Confirmed by:







874  SH2D3C  10044  
1371  Grb10  2887  
1641  Abl1  25  
 














1,2,3,4,5,7  non muscle myosin heavy chain IIA 12667788 4627  
5  myosin IB  44889481 4430  
6 
splicing factor proline/glutamine 
rich (SFPQ/PSF)  23956214  6421   
6  myosin ID  119600629 4642  
7  PI3K, regulatory subunit p85α  32455248  5295 
Cav1 peptide pulldown
Cav1 Immunoprecipitation 
8  cytokeratin 1  11935049 3848  
9  β‐actin  15277503 60  





In  the  previous  chapter,  Vav2,  PLCγ1,  the  p85  subunit  of  PI3K,  Abl  1  and  Abl  2, 
SH3D3C and the adaptor protein Grb10 were  found to specifically bind to phospho‐Tyr14‐
Cav1. As Cav1 was  found to prevent P+GC uptake, the possible role of the Rho  family GEF 




kinases  and  PI3K  as  well  as  the  other  discovered  binding  partners  of  Cav1  can  have 
additional  effects  on  cytoskeletal  rearrangements which will  be  discussed  later  (chapter 
4.2).  
The role of Vav2 and PLCγ1 during P+GC  infection of ME‐180 cells was analyzed by 
RNA  interference. Confocal microscopy  revealed  that,  as with Cav1,  reducing Vav2  levels 
using  siRNA  resulted  in  efficient  internalization  of  P+GC  by  ME‐180  cells  (Figure  3‐16). 
Figure  3‐16.  Knockdown  of  Vav2  levels  in  ME‐180  cells  using  siRNA  results  in  P+GC  internalization.






Vav2  (Figure  3‐16,  right  panels) whereas  only  extracellular  bacteria  (yellow‐green) were 
detected in ME‐180 cells treated with the control siLuciferase (Figure 3‐16, left panels). The 
Vav2  knockdown  efficiency was  controlled  by Western  blot  (Figure  3‐16,  side  panel).  To 




right  panels)  whereas  only  extracellular  bacteria  (yellow‐green)  were  detected  in 
shLuciferase‐treated  control  cells  (Figure  3‐17,  left  panels).  ShRNA‐mediated 





Figure  3‐17.  Knockdown  of  Vav2  levels  in  ME‐180  cells  using  shRNA  results  in  P+GC  internalization.
Intracellular  bacteria  (red)  are  detected  in ME‐180  shVav2  cells  (right  panels) whereas  only  extracellular
bacteria (yellow‐green) are detected  in ME‐180 shLuciferase control cells (left panels). Efficiency of shRNA‐




180  cells did not  result  in P+GC  internalization  (Figure  3‐18)  and no  intracellular bacteria 
(red) but only extracellular bacteria (yellow‐green) were detected  in ME‐180 shPLCγ1 cells 
or in shLuciferase treated control cells (Figure 3‐18). This demonstrates that the interaction 
between  phosho‐Tyr14‐Cav1  and  PLCγ1  reported  earlier  is  less  important  in  impeding 
bacterial uptake. 
Thus  in contrast  to PLCγ1, Vav2 plays a  role  in preventing bacterial  internalization. 
Most  likely  it  functions  as  a  GEF  for  the  Rho/Rac  family  of  GTPases  thereby  promoting 
cytoskeletal  reorganization  after  P+GC  infection.  Alternatively,  Vav2  could  function  in  a 
manner independent of its GEF activity by physically linking signaling molecules to the actin 
cytoskeleton  (225).  To  explain  the  underlying  mechanism  of  Vav2  involvement,  it  was 
hypothesized that the small GTPases RhoA and/or Rac1 are involved. 











bacteria  (Figure 3‐19A).  Confocal  analysis  detected  many  intracellular  bacteria  in  CT04‐
treated  ME‐180  cells  (Figure 3‐19A,  right  panels)  whereas  only  extracellular  bacteria 
(yellow‐green) could be detected in control‐treated ME‐180 cells (Figure 3‐19A, left panels). 
The uptake was stronger than previously observed after downregulation of Cav1 or Vav2. 
Since  Vav2  is  also  known  to  activate  Rac1  (226),  the  relevance  of  Rac1  for  P+GC 
internalization  was  also  investigated.  ME‐180  cells  were  treated  with  the  Rac1‐specific 
chemical inhibitor NSC23766 (227) and subsequently infected with P+GC. In contrast to Rho 
inhibition,  treatment with NSC23766  did  not  affect  bacterial  uptake  (Figure  3‐19B);  only 
extracellular  bacteria  (yellow‐green)  could  be  detected  in  NSC23766‐treated  as  well  as 







the  Rac1  inhibitor NSC23766  does  not  result  in  P+GC  internalization. Only  extracellular  bacteria  (yellow‐




To  confirm  this  inhibitor‐based  data  and  to  investigate  the  role  of  other  small 
GTPases, RhoA, Rac1 and Cdc42 were downregulated using RNAi. The knockdown of these 
small GTPases,  especially  of  RhoA  and  Cdc42,  proved  to  be  extremely  difficult  as  siRNA‐
treated  cells  died  readily,  especially  after  the  additional  infection with  P+GC. However,  a 
partial  knockdown  of  RhoA  further  demonstrated  the  relevance  of  this  small  GTPase  in 
impeding cellular uptake of P+GC (Figure 3‐20). Interestingly, downregulation of other small 
GTPases  such as Cdc42 and Rac1 did not  stimulate P+GC  internalization  (Figure 3‐20) and 
only  extracellular  bacteria  (yellow‐green)  could  be  detected  after  the  siRNA‐mediated 
knockdown  of  Cdc42  in  ME‐180  cells.  Rac1  siRNA‐treated  cells  exhibited  only  minimal 
Figure  3‐20.  Knockdown  of  RhoA  but  not  Rac1  or  CDC42  in  ME‐180  results  in  P+GC  internalization.
Intracellular bacteria  (red) are detected  in  siRhoA‐treated  cells  (upper panel,  lower  right  image), whereas
only  extracellular  bacteria  (yellow‐green)  are  detected  in  siCDC42‐treated  (upper  right  image),  siRac1‐




amounts of  intracellular bacteria  (red)  in ME‐180  cells, whereas  the  knockdown  of RhoA 
resulted in high amounts of intracellular P+GC. 
These  findings  highlight  the  importance  of  the  small  GTPase  RhoA  in  impeding 
bacterial uptake, probably by stimulating the formation of a cytoskeletal barrier beneath the 
bacteria.  In total the presented results  lead to the hypothesis that the observed phospho‐




shCav1  knockdown and  shLuciferase  control  cells. The RhoA and Rac1 G‐LISA™ activation 
assays  (Cytoskeleton) were used  to determine RhoA  and Rac1  activity,  respectively. Cav1 
knockdown  and  control  ME‐180  cells  were  gradually  serum‐starved  for  3  days  and 
subsequently  infected  with  P+GC,  lysed  and  immediately  shock‐frozen  to  preserve  the 
activated, GTP‐bound form of RhoA and Rac1. This was required as both small GTPases are 
quickly reverted to their  inactive, GDP‐bound form through GTP‐hydrolysis. Equal amounts 
of protein of all analyzed  time points were  incubated  in  triplicates  in RhoA‐ or Rac1‐GTP 




GTP‐bound  state  of  RhoA  or  Rac1  are  compared  between ME‐180  shCav1  knockdown  cells  and ME‐180






ShLuciferase control cells showed a strong  increase  in  the  levels of  the GTP‐bound 
state of RhoA as well as Rac1 within the first five minutes of P+GC  infection, followed by a 




after P+GC  infection and highlight  the  relevance of RhoA which plays an  important  role  in 
the impediment of P+GC internalization into host cells. 
Taken  together,  these  data  suggest  that  Cav1,  Vav2  and  RhoA  act  in  a  signaling 
cascade, which  inhibits  the  internalization of  P+GC by host  cells.  Finally,  to delineate  the 
sequence of  the Cav1‐Vav2‐RhoA  signaling  cascade, both ME‐180  shVav2 knockdown and 
Rho  inhibitor CT04‐treated ME‐180  cells were  infected with P+GC  and  the  recruitment of 
Cav1  was  monitored  by  confocal  microscopy  (Figure 3‐22).  Cav1  was  recruited  to  the 
infection sites in shLuciferase control cells (Figure 3‐22, left panels), shVav2 knockdown cells 
(Figure 3‐22, middle panels) as well as CT04‐treated ME‐180 cells (Figure 3‐22, right panels), 
which  indicates  that  Cav1  recruitment was  not  affected  by  either  treatment.  Thus  Cav1 
Figure  3‐22.  Cav1  recruitment  does  not  depend  on  Vav2  expression  or  RhoA  activation.  Cav1  (green)
recruitment  to  attached  P+GC  (red)  is  observed  in ME‐180  shLuciferase  control  cells  (blue,  left  panels),








cascade  in  the  host  cells.  In  response  to  the  infection,  Cav1  is  recruited  in  a  Tyr14 
phosphorylation‐dependent manner to the sites of the bacterial attachment, which induces 
the  recruitment  of Vav2  through  direct  interaction  and  the  activation  of  RhoA.  Bacterial 










which  increases  its  elasticity  (228,  229).  Therefore  recruited  Tyr14  phosphorylated  Cav1 
could  interact with  filamin  and  actin  below  the  infection  sites  to  reorganize  the  action 
cytoskeleton, triggering a gelation of the network to prevent bacterial uptake. 
To better understand  the  interplay between Cav1,  the  actin  cytoskeleton  and  the 
actin‐binding protein filamin, it was analyzed if filamin is, similar to Cav1, recruited to P+GC 
infection sites. Analogous to Cav1 and consistent with prior findings (208), infection of ME‐




full‐length  Cav1  protein  as  bait.  Precipitates  were  probed  for  Cav1  and  filamin.  Filamin  could  be  co‐










To  determine  if  P+GC  infection  impacts  on  the  previously  described  Cav1‐filamin 
interaction  (183), endogenous Cav1 protein was  immunoprecipitated  from either  infected 
or  uninfected  ME‐180  cells.  Immunoprecipitates  were  probed  for  Cav1  and  filamin  in 
Western blot analysis, which showed that Filamin could be co‐precipitated independently of 
P+GC‐infection, demonstrating that this protein‐protein  interaction  is not  inhibited by P+GC 
infection (Figure 3‐23A). Thus, filamin, recruited to P+GC attachment sites, where it is likely 
to interact with the recruited Cav1 and also with F‐actin.  
To  investigate  the  impact  of  filamin  on  bacterial  internalization,  P+GC  uptake was 
analyzed using  confocal  imaging  after  filamin  knockdown.  Few  intracellular bacteria  (red, 
arrows)  could  be  detected  in  siFilamin‐treated  ME‐180  cells  (Figure  3‐23C,  left  panel), 
whereas  only  extracellular  bacteria  (yellow‐green)  were  detected  in  siLuciferase‐treated 
control  cells  (Figure  3‐23C,  right  panels).  The  filamin  knockdown  was  confirmed  by 






of  a  physical  barrier  that  prevents  internalization  of  P+GC.  However,  as  demonstrated 






to  phosphatidylinositol‐3,4,5‐trisphosphate  (PIP3).  Therefore  the  accumulation  of  PIP2,  a 








ME‐180 and HeLa cells 2 h post  infection  (Figure 3‐24). PLCδ‐PH‐eGFP  (green) co‐localized 
with  individual  diplococci,  appearing  to  closely  envelop  them.  However,  wortmannin 
treatment increased the accumulation of PLCδ‐PH‐eGFP drastically in both cell lines (Figure 
3‐24), resulting in large pools of recruited PLCδ‐PH‐eGFP underneath attached bacteria. 
These  data  indicate  that  PIP2  is  recruited  to  P+GC  infection  sites  where  it  is 
metabolized  by  PI3K  to  PIP3  as  this  process  can  be  abrogated  by  inhibition  with 
Figure 3‐24. Phosphatidylinositol 4,5‐bisphosphate (PIP2), a substrate for PI3K, is recruited to attached P+GC.
PIP2‐sensing  GFP‐coupled  Phospholipase C delta  pleckstrin  homology  domain  (PLCδ‐PH‐eGFP,  green) was
expressed  in ME‐180 and HeLa cells.  Infection with P+GC  (red)  for 2 h  resulted  in  recruitment of PLCδ‐PH‐












To broaden  the presented  findings  to other  infection models, Cav1  recruitment  in 
enteropathogenic E. coli (EPEC)  infection of epithelial cells was  investigated. EPEC,  just  like 
P+GC, use Tfp, the type IV bundle‐forming pili (BFP), for initial host cell adherence (230). To 
learn  if  EPEC  infection  triggers  similar  host  cell  responses  as  P+GC  infection,  Cav1 
recruitment  to  the  attachment  sites  as well  as  bacterial  uptake was  analyzed.  To  avoid 
super‐imposition with the actin‐recruiting function of by the EPEC type III secretion system 
(TTSS;  (231))  injected  effectors,  a  TTSS  deficient  mutant  that  still  expressed  Bfp  was 
Figure 3‐25. Tfp‐producing EPEC induce Cav1 accumulation and prevent host cell entry. (A) ME‐180 cells were
infected with preactivated  cultures of wild  type EPEC  strain E2348/69 and EPEC 2348/69 CVD452, a TTSS
defective mutant (EPEC ΔTTSS), for 2 h. Endogenous Cav1 (green) is recruited to attachment sites of the MC‐
forming mutant whereas the TTSS‐preactivated wild type adheres as individual bacteria and does not trigger
as  strong  Cav1  recruitment.  Scale  bar:  20 µm  (B)  Expression  of  Cav1  in  AGS  cells  inhibits  EPEC  ΔTTSS
internalization. AGS cells and AGS  (Cav1) cells were  infected with EPEC wild  type and EPEC ΔTTSS  for 2 h.






mutant  (EPEC ΔTTSS),  for 2 h. The mutant served as a model system  to simulate an early 
state of the EPEC infection in which the TTSS is not yet expressed, thus preventing the TTSS‐
mediated intimate adherence and pedestal formation (129, 230). Interestingly, endogenous 
Cav1  (green)  is  recruited  to  attachment  sites  of  the MC‐forming  EPEC  ΔTTSS mutant.  In 
contrast,  the  TTSS‐preactivated wild  type bacteria  adhered  as  individual bacteria  and did 
neither form MCs nor trigger a strong Cav1 recruitment. Taken together, these experiments 
show  that,  similar  as  observed  during  P+GC  infection,  Bfp‐mediated  EPEC  infection  of 
epithelial cells is capable of inducing Cav1 accumulation beneath the bacteria, which can be 
overridden by expression of the TTSS (Figure 3‐25A). 
The  impact  of  Cav1  expression  on  EPEC  uptake  into  host  cells  was  analyzed  by 
gentamicin‐protection  assay.  Host  cells  were  infected  with  P+GC  and  treated  with 
gentamicin  for  2 h  to  kill  extracellular  bacteria.  Consequently  intracellularly  surviving 
bacteria were  recovered  and  quantified  by  dilution  plating.  Bfp‐producing  EPEC  entered 
Cav1‐deficient AGS cells more rapidly compared to Cav1‐expressing AGS cells (Figure 3‐25B). 
This  effect  was  also  observed  in  the  presence  of  the  EPEC  TTSS,  thus  emphasizing  a 
generalized role of Cav1 in blocking cell entry of Bfp‐producing bacteria. However, bacterial 
uptake into Cav1‐negative cells was stronger in the absence of the TTSS. This data suggests 









it  is  hypothesized  that  host  cells  can  impact  on  bacterial  MC  formation,  possibly  by 
modulation of bacterial behavior or cytoskeleton rearrangements. 
To  test  this hypothesis,  live‐cell microscopy was utilized  to  study  the dynamics of 
P+GC  motility  on  human  epithelial  cells.  To  compare  the  impact  of  possible  host  cell 
reactions on MC formation the bacterial behavior on living and fixed cells was investigated.  
ME‐180  cells  were  first  fixed  using  paraformaldehyde  (PFA),  which  was  subsequently 









an  additional  control,  uninfected  cells  were  also  recorded  for  120 min.  Images  for  the 
movies were  acquired every 5  seconds.  Infection  led  to massive  formation of membrane 
ruffles on  living host cells (Figure 3‐26, green arrows and Movie 2, boxes), which could not 
be observed in uninfected cells. Ruffling started around 5‐10 min and peaked at 25‐30 min 
post  infection. On  living host cells, P+GC started to form MCs around 30 min post  infection 
and after 60 min of  infection MCs were observed extensively (Figure 3‐26, red arrows and 
Movie 2, white arrows). In contrast, on fixed cells MC‐like bacterial aggregates could only be 
detected  around  60 min  post  infection.  After  90 min  of  infection  numbers  of  bacterial 
aggregates on fixed cells were comparable to numbers of MCs observed on living cells at 60 
min post  infection,  indicating a delay  in MC formation on fixed cells. Furthermore, at  later 
time points of  infection, two or more MCs fused to  larger colonies on  living cells (Movie 2, 
black  arrows).  This  process  was  not  observed  on  fixed  cells  during  the  full  120 min  of 
infection. Additionally, P+GC appeared to move quicker and impetuously on fixed cells which 
could indicate an increased bacterial mobility.  






   As movie 2  suggested  that P+GC exhibit  a higher  twitching motility on  fixed  cells, 
bacterial  speeds  were  analyzed  in more  detail.  Live‐cell microscopy  was  applied  again; 
however,  pictures were  taken  now  every  100 ms,  yielding  a  temporal  resolution which 
allowed  determination  of  the  average  P+GC  twitching  motility  speed.  To  calculate  the 
average motility  speed, 10  individual diplococci  infecting  fixed or  living  cells  and  residing 
Figure 3‐27. Excerpts from Movie 3: Infection of fixed cells results  in reduced capacity of P+GC to form MCs
on host cells and  in  increased motility speeds of P+GC over time. (A) P+GC start to form MCs 30 min p.i.  in
living cells. 45 min and 60 min p.i. MCs are observed extensively on living cells (red arrows) but not on fixed
cells.  120 min  p.i.  some MCs  were  fused  to  larger MCs  on  living  host  cells  whereas MC‐like  bacterial
aggregates can also be observed on fixed cells. Scale bar: 20 µm (B) Motility speeds of attached P+GC vary
during  infection  of  fixed  and  live  host  cells.  Live  cell  stream  temporal  resolution  of  100 ms  allows  the
determination of average P+GC twitching motility speed within MCs on host cells over a time span of 10 s.
P+GC infecting fixed cells show a significantly faster twitching motility at all observed time points. In Movie 3












MCs  (Movie  3,  white  arrows)  revealed  an  average  speed  of  22.02 ±  4.2 nms‐1  for  P+GC 
infecting  living host  cells. However, during  infection of  fixed  cells,  the bacteria moved  at 
139.2 ± 13.78 nms‐1. Thus, within MCs, over the time span of 10 sec bacteria moved about 
Figure 3‐28. Generated P+GC‐GFP and P+GC‐RFP express pili and form MCs like wild type P+GC. Transmission






6 times  faster  during  infection  of  fixed  cells  compared  to  the  infection  of  living  cells. 
Watching the movie it becomes apparent that this calculated difference in motility speed is 
not caused by an altered bacterial ability to twitch but the  likeliness and  frequency of the 
bacteria  to  release  the  host  cell,  relocate  and  adhere  again.  Together,  this  data 
demonstrates that infection of fixed cells resulted in reduced capacity of P+GC to form MCs 
in  time  on  host  cells  and  in  increased  average motility  speeds  of  P+GC  within MC‐like 
aggregates on host cells. As MC formation is temporally delayed on fixed cells the dynamic 
of this process was analyzed in detail. To understand MC formation on the level of individual 
bacteria  fluorescent gonococci were  constructed. This was  required as  fluorescent  signals 
permit automated  tracking of bacteria on host  cells. The  stable expression of  fluorescent  
proteins,  mediated  by  a  Hermes  shuttle  vector  system,  was  successful  in  previously 
generated P+GC strains N1081 (GFP) and N1082 (RFP) (208). To create fluorescent but still 
Figure 3‐29. Excerpt  from Movie 4. Tracking of P+GC‐GFP  reveals  the dependence of P+GC on host  cells  to
localize  into MCs. P+GC‐GFP were monitored by  live‐cell  imaging during  infection of  living  and  fixed host
cells. (A) On living cells P+GC‐GFP attach and are moved by host cells into MCs (red arrows) whereas on fixed
cells P+GC‐GFP attach,  release and  reattach. Scale bars: 20 µm  (B) Fluorescent bacteria have been  tracked






piliated  strains,  the  corresponding plasmids  carrying  the GFP/RFP Hermes  shuttle  vectors 
were transferred into P+GC (strain N280) by conjugation. Resulting strains P+GC‐GFP (N1174) 
and P+GC‐RFP (N1175) were consequently checked for their capability to express pili, bind to 
host  cells,  form MCs  and  emit  strong  fluorescent  signals.  TEM  revealed  the  capacity  of 





To  better  understand  the  dynamics  of MC  formation, ME‐180  cells were  infected 
with P+GC‐GFP  and  the  infection was monitored by  confocal  live  cell  imaging  for  90 min 
(Movie 4, Figure 3‐29A). Similar to the wild type, P+GC‐GFP attached to host cells and then 
formed MCs  on  living  cells  (Figure  3‐29A,  red  arrows) whereas  on  fixed  cells  P+GC‐GFP 
constantly attached to host cells, released them and reattached. This differential behaviour 
resulted in diminished numbers of MCs on fixed cells after 90 min of infection. Additionally, 
signals  of  individual  fluorescent  bacteria  were  tracked  using  Imaris  imaging  software 
(Bitplane)  and  resulting  tracks  were  displayed  as  vectors  (Movie  4,  Figure 3‐29B).  Each 
vector represents the direction from the starting point to the end point of a recorded track 
which  describes  the  way  bacteria  went  after  their  initial  contact  with  the  host  cell. 
Therefore  the  displayed  vectors  reveal  comprehensive  directional  movements  of  the 
bacteria on host cells.  
On living host cells the majority of calculated vectors pointed to defined positions on 
the  host  cells. Majority  of  vectors  had  the  same  vector  direction,  indicating  a  bacterial 
movement straight from the cell borders to positions closer to the centre of the cell. Finally, 
vectors  congregate  and  overlap.  At  these  points, MCs were  formed  as  demonstrated  by 
consequently shorter vectors and loss of identical vector direction. In contrast, on fixed cells 
no  common  direction  of  vectors  could  be  observed. Vectors  point  in  random  directions, 







physical  characteristics  of  living  cells, which  are  elicited  by  P+GC  infection.  The  observed 
strong formation of membrane ruffles could enable the bacteria to group together and form 
MCs.  In Movie 5  strong membrane movements  can be observed  as wave‐like membrane 
ruffles pushing P+GC  from  the  cell poles  to  the  cell  centre  (Movie 5 and  Figure 3‐30,  red 
arrows). This  indicates an active host cell dependent process pushing attached P+GC. Thus, 
Figure 3‐30.  Excerpt  from Movie 5.  Live‐cell microscopy demonstrates  formation of membrane  ruffles on
host cells during P+GC infection which move the bacteria towards the cell center. P+GC infection of ME‐180
cells was monitored  by  live‐cell  imaging. Membrane  ruffles  are  detected  by  phase  contrast microscopy
(phase  contrast panels,  red  arrows)  after  adherence of P+GC.  For better  visualization,  image details have
been  illustrated  (illustrated  panels). Membrane  ruffles  originate  from  the  plasma membrane  border  and
subsequently  move  towards  the  cell  center  within  minutes  (illustrated  panels,  black  arrowheads).
Membrane  ruffling distances P+GC  from attachment  sites and moves  the bacteria  towards  the cell center.
Color codes for the illustrated panels: black lines ‐ host cell membranes; red lines ‐ membrane ruffles; green




attached P+GC would be able  to  “membrane‐surf”  their host  cells  to  reach preferred and 
suitable infection spots and form MCs.  






that while MCs were moved by host  cells  towards  each other,  there was  also  a massive 
exchange of bacteria between MCs  (Movie  6).  Individual diplococci moved  from one MC 
towards the other, interacted there with other bacteria and finally twitched back to the first 
MC within 4:30 min  (Figure 3‐31). However, bacterial exchange  took place only after  the 
two MCs came  into close proximity. Before  this point was reached, bacteria did not  leave 
any MC. Together, this data  indicates that few bacteria twitch out of a microcolonial niche 
only  if  being  close  to  another MC.  As  P+GC  can move  between  approaching MCs  it  is 














these vectors. At  later  infection time points, MCs are moved by  living host cells to fuse to 
massive colonies. Furthermore, interbacterial communication takes place during MC fusion, 











4.1  Pathogenic  Tfp‐expressing  bacteria  induce  Cav1‐Vav2‐RhoA‐mediated  cytoskeletal 
rearrangements to prevent premature host cell uptake 
    Many  bacterial  pathogens,  such  as  Vibrio  cholerae  (34),  Pseudomonas  aeruginosa 
(36), EPEC  (38) and pathogenic Neisseria use Tfp  to adhere  to host  cells. Much  is  known 
about  pilus  assembly,  disassembly  and  involved  pilus  proteins  (232);  however,  the 
importance  of  Tfp‐mediated  attachment  for  host  cell  signaling  and  cell  cortex 
rearrangements still needs to be studied  in detail. In this study, P+GC are used as the main 
infection model to investigate host cell signaling and remodeling of the cytoskeleton elicited 
after  Tfp‐binding.  P+GC  infection  is  initialized  by  Tfp‐mediated  attachment  to  host  cells 
(233),  followed by pili retraction  in a  force‐generating depolymerization process  (234) and 
MC  formation  on  host  epithelial  cells  (33).  Cortical  actin  and  various  signal  transducing 
proteins containing phosphotyrosine residues are recruited to the bacterial attachment sites 
(235). In addition, multiple signaling proteins that are recruited to P+GC MCs have also been 
found  to be  associated with  lipid  rafts  and  caveolae,  including CD44  (236),  ICam‐1  (237), 
EGFR  (238)  and  Erb2  (239,  240),  suggesting  that  caveolae or  associated  proteins  play  an 
essential role during the initial infection stages. 
  Kirchner et al. hypothesized that caveolae‐associated proteins are localized to 
P+GC  infection  sites  and  therefore  monitored  the  subcellular  localization  of  the  major 





into  this  cell  line and Cav1‐negative AGS  cells  showed an  intrinsically high uptake  rate of 
P+GC.  Bacterial  uptake  was  found  to  be  deleterious  for  the  bacteria;  the  longer  P+GC 
remained  intracellularly, the fewer bacteria could be recovered from  lysed cells,  indicating 
that P+GC were killed inside the epithelial host cells. Thus, Tfp‐mediated epithelial cell entry, 
stimulated by the absence of Cav1, is unfavorable since the viability of internalized bacteria 
decreased  drastically  with  time.  Stable  expression  of  Cav1‐HA  in  AGS  cells  efficiently 
4.1 Discussion 
  95
reduced  the  number  of  internalized  bacteria,  thus  rescuing  P+GC  from  uptake  and 
subsequent killing. Downregulation of Cav1 expression by  siRNA  in  the Cav1‐HA AGS cells 
again  increased bacterial uptake  restoring  the original phenotype of  the AGS  cells. These 
results were confirmed here and extended to another experimental system by generating a 
stable Cav1 knockdown cell line. This shRNA Cav1 knockdown cell line also demonstrated an 
increased  bacterial  uptake  in  comparison  to  shLuciferase  control  cells.  Furthermore,  de 
Graaf  reported  that  chemical  inhibition  of  the  protein  kinase A  (PKA)  not  only  results  in 
abrogation  of  Cav1  recruitment  but  also  leads  to  a  dosage‐dependent  increase  of 
intracellular gonococci (209). 
Therefore  it  was  hypothesized  here  that  bacterial  attachment  to  the  host  cells 
triggers  a Cav1‐mediated  signaling  cascade  that  leads  to  a dynamic  reorganization of  the 
cytoskeleton at the sites of P+GC infection. The interaction of the Tfp with the host receptors 
during  the  initial  infection  stages most  likely not only mediates  the attachment, but  also 
triggers a series of signaling events within the host cells that leads to a reorganization of the 
actin cytoskeleton. The  formation of a  rigid cytoskeleton below  the bacteria prevents  the 
uptake of the pathogen into the host cells, which is essential for a successful infection as a 
premature uptake of  the bacteria  is deleterious  for  the pathogen. Thus,  it was speculated 
here that P+GC exploit host cell signaling mechanisms that  lead to the formation of a rigid 
actin network below the infection sites to prevent the uptake of the bacteria. 




was  recruited  to  infection  sites  within  seconds.  Furthermore,  a  microarray  analysis 
performed by Kirchner and Churin  failed  to detect any  increase  in Cav1 mRNA expression 




(49).  Likewise,  Cav1‐GFP  recruited  to  single  diplococci  and  MCs  co‐migrated  with  the 






be  recruited  to  P+GC  infection  sites  (121),  F‐actin  and  Cav1  recruitment was monitored 
simultaneously and actin was found to  localize between the bacteria and Cav1. These data 
suggest  that  non‐caveolar  Cav1  is  recruited  from  subcellular  pools  (probably  after  being 
phosphorylated)  to  P+GC  infection  sites whereas  plasma membrane‐located  caveolae  are 
not  involved here. Furthermore, recruited Cav1  localizes not only close to the bacteria but 
also  in a defined position within a set of proteins, one of them being F‐actin. This defined 
positioning  suggests  a  function  of  Cav1  in mediating  signaling  events  during  cytoskeletal 
rearrangements. 
Interestingly,  Cav1  recruitment was  a  robust  cellular  answer  to  P+GC  infection  as 
neither  treatment with  the  RhoA  inhibitor  CT04  nor  siRNA‐mediated  knockdown  of  the 
RhoA  GEF  Vav2  could  impede  Cav1  recruitment.  However,  treatment  with  the  actin 
cytoskeleton‐disrupting agent CytD prevented Cav1 accumulation below the infection sites. 
This  suggests  a Cav1‐actin  anchorage underneath P+GC, possibly mediated by  the  F‐actin 
cross‐linking  protein  filamin, which was  also  recruited  to  P+GC  infection  sites.  Previously 
filamin was identified to bind to Cav1 (183) and this interaction was shown here to function 





by  cholesterol  depletion  by MβCD  (208),  blockage  of  tyrosine  phosphorylation  through 
pervanadate treatment (208) and  PKA inhibition by H89 treatment (209). How exactly these 
inhibitors  impede Cav1  recruitment  remains unclear,  yet  their activities have been  linked 
previously to factors analyzed in this study. For example, filamin, which is recruited to P+GC 
infection  sites,  is  a  substrate of PKA  and  its phosphorylation  at  serine  2152  increases  its 
capability  to cross‐link actin  filaments and bind  to  integrins  (241‐244). Furthermore, Cav1 
binds  cholesterol  (148)  and  cholesterol  depletion  using MβCD  results  in  the  loss  of  the 
caveolar  architecture  (147).  However,  Cav1  tyrosine  phosphorylation  is  increased  after 
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MβCD  treatment  although  Tyr14  is  not  part  of  the  cholesterol‐binding  domain  (245). 
Similarly,  treatment  with  the  phosphatase  inhibitor  pervanadate  leads  to  hyper 
phosphorylation  of  Cav1,  suggesting  a  role  for  tyrosine  phosphorylation  during  P+GC‐
induced Cav1 recruitment.  
  The observed subcellular  localization of underneath P+GC recruited Cav1 suggests a 
phosphorylation‐dependent  mobilization  of  the  protein  to  non‐caveolar  regions  as 
described  before  (173,  246).  Together  with  the  inhibitor‐based  experiments mentioned 
above, Cav1 Tyr14 phosphorylation  is  likely  to play a  role during P+GC  infection. Cav1  is a 
substrate for nonreceptor tyrosine kinases, including Src, Fyn, and Abl and is phosphorylated 
in  response  to  a  number  of  stimuli,  including  insulin,  angiotensin  II,  osmotic  shock,  and 
oxidative stress (176, 247). To test for an involvement of Cav1 Tyr14 phosphorylation during 
P+GC  infection,  the  localization  of  phospho‐Tyr14‐Cav1  as  well  as  its  kinase  Src  was 
investigated  following  P+GC  infection.  Phospho‐Tyr14‐Cav1  was  recruited  to  P+GC 
attachment sites and active Src kinase was recruited conjointly with Cav1 to infection sites. 
Furthermore, inhibition of phosphatases resulted in an increased accumulation of phospho‐
Tyr14‐Cav1  at  infections  sites.  These  results  are  in  line with  previous  reports  detecting 
clustering of various tyrosine‐phosphorylated proteins at P+GC attachment sites  (121, 235, 
248, 249). As mobilization of Cav1 was described earlier  to require  its phosphorylation on 
Tyr14  (173,  219),  it  was  hypothesized  here  that  the  Tyr14  residue  is  also  essential  for 
recruitment of Cav1 to the P+GC infection sites. This hypothesis was confirmed as a ΔCav1‐
HA  construct  lacking  the  first  31 AA  of  wild  type  Cav1  and  an  Y14F‐Cav1‐GFP  mutant 
demonstrated  impaired  recruitment  to  P+GC  attachment  sites.  Also,  Src‐  and  Abl‐kinase 




required to promote  its association with the cytoskeleton  independently of P+GC  infection, 
as  demonstrated  by  fractionation  experiments with  Y14F‐  and wild  type Cav1  expressing 
AGS cells. The observed Tyr14 phosphorylation, the mobility and subcellular  localization of 
Cav1  recruited  to  P+GC  infection  sites  suggest  a  possible  role  of  Cav1  signaling  in 
cytoskeletal  re‐organization as  reported earlier  (186, 219, 250). Based on  these  results,  it 
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was  hypothesized  here  that  Tyr14  phosphorylation  plays  a  pivotal  role  during  Cav1‐
mediated  impediment  of  bacterial  internalization  thus  underscoring  the  importance  of 
Tyr14‐phosphorylation of Cav1  for  recruitment of  the protein during P+GC  infection.  This 
could be  confirmed  as,  in  contrast  to wild‐type Cav1, expression of  the phosphorylation‐
deficient Cav1 mutant Y14F‐Cav1 in Cav1‐negative AGS cells did not impede internalization. 
These results highlight the  importance of a  functional Tyr14 residue  for Cav1 recruitment. 
Considering  the  above‐discussed  inhibitor‐based  results  it  becomes  apparent  that  Cav1 





Kirchner  et  al.  reported  that  Tfp  expression  by  P+GC  is  required  to  elicit  Cav1 
recruitment to the infection sites as Tfp‐negative Opa‐positive bacteria failed to recruit Cav1 
to the bacterial attachment sites (208).  Interestingly,  in that study Cav1 recruitment could 
even  be  stimulated  only  by  treatment  of  host  cells with  beads  coupled  to  purified  PilC2 
protein,  the proposed Tfp adhesin  (11). Based on  these experiments  it was hypothesized 
here that Cav1 recruitment to  infection sites is a general cellular response after adherence 
of Tfp‐producing bacteria. Therefore, Cav1 recruitment in host cells infected with a different 
Tfp  expressing  pathogen,  enteropathogenic  E. coli  (EPEC), was  analyzed.  The MC‐forming 
EPEC ΔTTSS mutant, in contrast to wild type bacteria, did trigger a strong Cav1 recruitment 
to  the  attachment  sites.  TTSS‐expressing  EPEC  inject  effector  proteins,  such  as  Tir, Map, 
EspF,  EspG,  EspH,  EspZ,  into  the  host  cell  (128), which  causes  actin‐pedestal  formation, 
cytoskeletal rearrangements and subsequently confers intimate attachment (129). Thus, it is 
possible that the observed Cav1 recruitment is a Tfp‐dependent cellular answer observed in 
early  phases  of  EPEC  infection,  which  is  subsequently  overridden  by  TTSS‐mediated 
translocation  of  bacterial  effector  proteins.  Similarly,  Opa  protein  expression  and  Opa‐
mediated  invasion represents a subsequent step  in Neisseria  infection following  initial Tfp‐






during P+GC  infection. This effect was also  seen  to a  lesser extend  in  the presence of  the 
EPEC  TTSS,  thus  emphasizing  a  generalized  role  of  Cav1  in  blocking  cell  entry  of  Tfp‐
producing bacteria. These findings suggest a role for Cav1 recruitment exclusively during the 
early  infection  stages of Tfp‐expressing bacteria. Thus, Cav1  recruitment  is  a Tfp‐specific, 
immediate cellular response to bacterial attachment that occurs throughout the early stages 
of  infection  and  requires  phosphorylation  of  Cav1  at  Tyr14.  Together with  Cav1,  various 




protein  filamin) most  likely  leads  to  the  formation  of  a  rigid  actin  filaments  below  the 
bacterial attachment  sites, which  in  turns prevents  the uptake of  the bacteria during  the 
early stages of P+GC  infection.  Interestingly,  the  recruitment of  these  factors seems  to be 
also  highly  dynamic  and  readily  reversible  as  the  Cav1  recruitment  sites  exclusively  co‐
localize with P+GC MCs even as they move on the host cell surface. Thus the bacteria induce 
Cav1 recruitment only at their present localizations even during movement on the host cell, 
which  requires  a  very  rapid  host  signaling  cascade mediated  by  Cav1  that  leads  to  the 




Cav1, which  is known  induce cell signaling via  its Caveolin  scaffolding domain  (CSD) or by 
phosphorylation of  its Tyr14 residue. CSD  interaction has only been shown to suppress the 
activation  of  binding  partners,  such  as  G‐proteins,  Src  family  kinases  and  eNOS  (246), 
therefore  the  CSD  signaling  appears  less  likely  to  be  involved  in  triggering  cytoskeletal 
rearrangements.  Furthermore,  experimental  data  discussed  above  indicates  a  role  of 
phospho‐Tyr14‐Cav1 signaling. Thus protein kinases, which phosphorylate Cav1 at Tyr14 are 
most  likely also  involved  in the signaling events that  lead to the actin reorganization after 




(Csk)  (182).  However,  the  links  between  these  known  interaction  partners  and  factors 
mediating  cytoskeletal  rearrangements  are  rather  weak  and  seem  to  function  only 
indirectly: Grb7 is an adapter protein containing a Ras‐associating domain (252) and binding 
of  Grb7  to  Tyr14‐phosphorylated  Cav1  was  demonstrated  to  increase  anchorage‐
independent  growth  and  EGF‐stimulated  cell  migration  (175).  Grande‐García  et  al. 
suggested that phospho‐Tyr14‐Cav1 binding activates Csk, which in turn negatively regulates 
Src kinase by phosphorylation. Src kinase inactivation subsequently decreases activity of the 
p190  Rho GTPase‐activating  protein  (p190RhoGAP)  which  results  in  increased  levels  of 
active GTP‐bound  RhoA,  thus  promoting  RhoA  signaling  (186).  Yang  et  al.  reported  that 
depletion of Cav1 sustained Src family kinase activity during a 6 h exposure to laminar shear 
stress and  thereby blocked a decline of p190RhoGAP activity observed only at  later  time 
points  of  the  experiment  (253).  Thus,  this  interesting  and  complex  regulatory  network 
seems  to  be  of  particular  importance  during  long‐term  cellular  stress.  In  contrast,  P+GC 
mediated Cav1 phosphorylation was  already observed 5 min post  infection,  indicating  an 
immediate cellular signaling response. 
  However, only very few binding partners of phospho‐Tyr14‐Cav1 have been reported 
so  far and the observed  immediate Cav1 recruitment to P+GC attachment sites  in  infected 
cells  allows  the  speculation  that  different,  yet  unknown  phospho‐Tyr14‐Cav1  signaling 
partners  are  involved  in P+GC  infection.  Therefore, novel phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction 
partners were identified in this study by two distinct experimental approaches. First, a large 
scale  SH2‐/PTB‐domain  protein  array  was  screened  for  interactions  with  a  Tyr14‐Cav1 
phosphopeptide. Second, a biotinylated Tyr14‐Cav1 phosphopeptide was used as bait  in a 
streptavidin pull‐down and all co‐precipitated proteins were subsequently identified. These 
two  independent  approaches  were  chosen  to  increase  the  probability  of  finding  and 
verifying novel interaction partners of Ty14 phosphorylated Cav1. In total, 7 novel phospho‐
Tyr14‐Cav1 binding proteins were identified here: Vav2, PLCγ1, the p85 subunit of PI3K, Abl 
1  and  Abl  2,  SH3D3C  and  the  adaptor  protein  Grb10.  The  importance  of  the  identified 
phospho‐Tyr14‐Cav1  signaling  partners  for  different  cell  biological  aspects  is  discussed  in 




  The  ubiquitously  expressed  Vav2  protein,  a member  of  the  Vav  protein  family,  is 
known to function as a guanine nucleotide exchange factors of the Rho GTPase family (Rho 
GEF)  for  RhoA,  Rac1  and  to  a  lesser  extend  Cdc42  (225).  Importantly,  the  SH2‐domain 
containing Vav2 can link cell surface receptors to their effectors functions, e.g. Rho GTPase 
family‐mediated  cytoskeletal  rearrangements  (225,  254).  In  this  study,  the  two phospho‐
Tyr14‐Cav1  high  affinity  binders  Vav2  and  PLCγ1 were  compared with  regard  to  impede 
bacterial  uptake.  In  contrast  to  PLCγ1,  knock‐down  of  Vav2  resulted  in  bacterial  uptake, 
indicating a possible  role of  this Rho  family GEF during P+GC  infection. This  result  suggest 
that  phospo‐Tyr14‐Cav1  and  Vav2  interact  during  P+GC  infection  at  bacterial  attachment 
sites and  this  interaction  leads  to an efficient  impediment of bacterial uptake, possibly by 
activating RhoA or Rac1. Interestingly, the observed P+GC internalization was more efficient 
after siRNA  treatment  in comparison  to  shRNA‐mediated knock down of Vav2. This  result 
can be explained by a possible shRNA off‐target effect or an upregulation of a compensating 
factor  in  the shRNA knock down cell  line  (255). Vav2 has been associated previously with 
cytoskeletal  rearrangements  following  infection,  e.g.  during  TARP‐mediated  entry  of  the 
obligate intracellular pathogen Chlamydia trachomatis into host cells (256, 257) and invasin‐
stimulated  internalization  of  the  human  pathogen  Yersinia  pseudotuberculosis  (258).  In 
these studies, Vav2 was associated with facilitating bacterial  invasion during  infection. This 
contrasts  the mechanism proposed  in  this  study, which can be explained by  the different 
infection  courses  exhibited  by  Neisseria,  obligate  intracellular  Chlamydia  and  facultative 
intracellular Yersinia. As  a  result of effector  translocation  (e.g. TARP,  invasin)  and unique 
host‐pathogen interplay, Vav2 might activate different Rho family GTPases during different 
infection courses.  Importantly, during Chlamydia  trachomatis entry, Vav2 was  reported  to 




stress  on  the  host  cell  (47,  259).  Thus,  Tfp  retraction  induces  stress  kinase  signaling  and 











all  factors  described  in  this  study,  allow  the  speculation  that  phospho‐Tyr14‐Cav1‐Vav2‐
RhoA  signaling  cascade  is  also  highly  relevant  for  RhoA  activation  after  different 
extracellular stimuli. Although Vav2 can function as a GEF for RhoA as well as for Rac1 and 
Cdc42,  it was  shown  previously  that  Vav  exchange  activity  towards  each  of  these  small 
GTPases  differs  depending  on  the  activating  stimulus  and  the  cell  type  (225,  254,  261). 
Therefore,  it was hypothesized here that Vav2 binding to phospho‐Tyr14‐Cav1 results  in a 
specific signaling cascade possibly involving only one or two Rho family GTPases. To test this 
hypothesis,  the  involvement of RhoA, Rac1 and Cdc42  in  impediment of P+GC uptake was 
analyzed. Additionally, the activation of RhoA and Rac1  in response  to P+GC  infection was 
tested  in shRNA Cav1 knock down and control cells. Strikingly,  inhibitor‐ and siRNA‐based 
experiments demonstrated an involvement of RhoA but not Rac1 or Cdc42 in impediment of 
bacterial  uptake  during  early  infection.  Additionally,  significant  Cav1‐dependent  RhoA 
activation was observed 5 min after P+GC infection, indicating a phospho‐Tyr14‐Cav1‐Vav2‐
RhoA  signaling  cascade  during  early  P+GC  infection.  Interestingly,  Cav1‐dependent  Rac1 
activation was  also  observed,  however,  Rac1  activation was  of  lesser  importance  during 
impediment of bacterial uptake. Thus, the function of a possible phospho‐Tyr14‐Cav1‐Vav2‐
Rac1 signaling cascade during P+GC infection needs to be addressed in future studies.  
  Together,  data  presented  in  this  study  reveal  an  immediate  early  anti‐invasive 
activity  of  P+GC,  dependent  on  tyrosine‐phosphorylated  Cav1  host‐cell  signaling,  that 











its  signaling  partners  to  the  site  of  infection.  The  identified  Cav1‐Vav2‐RhoA  signaling 
cascade prevents  the premature uptake of P+GC, which  seems  to be beneficial  for  these 
bacteria as  they are  rapidly  killed  inside host  cells, as  reported by Kirchner and de Graaf 








or  used  in  delivering  its  anti‐invasive  effectors  (269).  Taken  together,  this  Tfp‐triggered 
mechanism extends our understanding of how P+GC use pili to elicit cytoprotective effects 
Figure 4‐1. Model of Cav1‐mediated host‐cell signaling upon P+GC  infection. Tfp‐mediated binding  to host
cells induces Cav1 recruitment and phosphorylation of Cav1 on Tyr14. Phospho‐Tyr14‐Cav1 directly interacts
with  the  Rho  family  GEF  Vav2 which  in  turn  activates  RhoA.  RhoA  activation  induces  the  formation  of










The  findings  of  this  study  not  only  highlight  a  compelling  anti‐invasive  bacterial 
infection  strategy, but  also uncover novel phosphotyrosine‐Cav1  interaction partners  and 
thus  improve  our  understanding  of  Cav1‐mediated  cellular  signaling.  Cav1  is  recognized 
today  to  be  a  highly  versatile  regulator  of  cell  signaling  as  it  can  modulate  signaling 
pathways  through at  least  two different molecular mechanisms:  (A) binding of  interaction 
partners to the Cav1 scaffolding domain (CSD) results  in  inhibitory Cav1 signaling, whereas 
(B) phosphorylation of Cav1 on Tyr14 is associated with activation of downstream signaling 
partners  (272).  Generally,  tyrosine  phosphorylation  allows  binding  to  protein 
phosphotyrosine binding domains, particularly SH2 domains  (273), which  in  turn activates 
downstream  signaling  cascades.  Cav1  phosphorylation  is  known  to  play  a  role  in  very 
different cell biological processes, such as integrin‐regulated caveolae internalization (173), 
Cav1 anterior polarization  in transmigrating cells (180), focal adhesion kinase transposition 
between  focal  adhesions  and  cytosolic  pools  (181)  and  stretch‐induced  EGFR  and  Akt 
activation  (219).  Yet,  only  two  SH2‐domain  containing  interaction  partners  of  phospho‐
Tyr14‐Cav1 could be  identified  so  far, Grb7  (175) and Csk  (182). Thus, phosphorylation of 
Cav1 on Tyr14 is likely to be a step in signaling cascades within caveolae or at extra‐caveolar 
pools of Cav1 (e.g. at focal adhesions). In addition, the importance of Tyr14 phosphorylation 
for mobilization  and  correct  re‐localization  of  Cav1 was  reported  before  (173,  246)  and 
could  be  confirmed  in  this  study  as  only  phosphorylated  Cav1  was  recruited  to  P+GC 
infection sites, thus the correct subcellular localization of Cav1 after Tyr14 phosphorylation 
is a key factor controlling the elicited signaling.  
The  reports  on  the  cell  biological  significance  of  phospho‐Tyr14‐Cav1  currently 
drastically  outnumber  the  identified  signaling  partners.  Furthermore,  interactions  of 




Tyr14‐Cav1 binding partners have been  identified previously. However,  it  is critical to  fully 
understand how Cav1 signaling leads to the remodeling of the actin cytoskeleton after P+GC 
infection and therefore novel interaction partners of phospho‐Tyr14‐Cav1 were identified in 
this  study.  Two  competing  and  independent  approaches  were  chosen  to  increase  the 
probability of finding and verifying novel interaction partners of Ty14 phosphorylated Cav1. 




a  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide  with  sequences  corresponding  to  residues  5–22  of  Cav1. 
Vav2,  PLCγ1,  SH2D3C, Grb10,  and  the  non‐receptor  tyrosine  kinases Abl1  and Abl2 were 
identified as possible interaction partners of tyrosine phosphorylated Cav1 by this approach, 
which  suggests  an  even  broader  role  of  Cav1  in mediating  cytoskeletal  rearrangements 
through employment of a range of small GTPases. As discussed above, Vav2 functions as a 
Rho GEF for RhoA, Rac1 and to a lesser extend Cdc42 (225). Furthermore, Vav2 can function 
independently  of  its  GEF  activity  by  physically  linking  signaling  molecules  to  the  actin 
cytoskeleton (225). PLCγ1 not only hydrolyses phosphatidylinositol‐4,5‐bisphosphate to the 
second messenger molecules  inositol‐1,4,5‐trisphosphate and diacylglycerol, which  in  turn 




pathway component, proposed  to  regulate  the actin cytoskeleton via  its GEF‐like domain, 
which  binds  Ras  family  GTPases  and  additionally  forms  a  complex  with  the  scaffolding 
protein  Crk‐associated  substrate  (Cas)  (276,  277).  Grb10,  which  putatively  binds  small 
GTPases of the Ras superfamily (278), was also identified as a possible phospho‐Tyr14‐Cav1 
interactor. Finally, Abl 1 and abl2 kinases were  identified  to bind  to phospho‐Tyr14‐Cav1. 
These  kinases  are  known  to  link  various  cell  surface  receptors  to  signaling  pathways 
involved  in cytoskeletal  reorganization and are also able  to  regulate  the activation of Rac 
and  Rho GTPases  (279,  280). How  exactly  tyrosine  phosphorylated  Cav1 might  influence 
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these  various  cellular  processes, which  lead  to  the  concerted  activation  of  diverse  small 
GTPases  and  cytoskeletal  rearrangements  needs  to  be  addressed  in  future  studies. 
However, in case of Abl kinases, binding of tyrosine phosphorylated Cav1 to the SH2 domain 
likely disrupts the SH2–kinase‐domain autoinhibitory interface, resulting in activation of the 
kinase  (281) and consequent  robust phosphorylation of Cav1  through a positive  feedback 
loop  as  Cav1  itself  is  a  target  for  Abl1  phosphorylation  (221).  Solely  RasA1,  a  GTPase‐
activating  protein,  could  be  identified  to  bind  to  the  non‐phosphorylated  Tyr14‐Cav1 
peptide  but  not  to  its  phosphorylated  form.  This  result  contradicts  the widely  accepted 
paradigm that SH2‐domains specifically bind to phosphorylated proteins and peptides (273, 
282). Therefore RasA1 binding  to  the non‐phosphorylated Cav1 peptide  is probably an  in 
vitro artifact. 
Although Cav1 has not been  reported  to be phosphorylated at  its Tyr42  residue, a 
Tyr14 phosphopeptide was additionally  tested  in  the SH2‐/PTB‐domain protein array. This 
experiment was performed as a control for the Tyr14 specificity of the binding proteins of 
the  Tyr14  phosphopeptide  identified  earlier.  It  was  also  hypothesized  that  Tyr42 
phosphorylation might  control  additional  yet unidentified Cav1  signaling  functions, which 





SH2 domain‐containing protein Nck2 was  found  to be a potent Wiskott‐Aldrich  syndrome 
protein  (WASP) activator  in vitro, a protein which  regulates  the actin cytoskeleton via  the 
Arp2/3  complex  (283).  The  STAT1  transcription  factor  has  previously  been  reported  to 
associate with  lipid  rafts  and  caveolae  (284).  The  identified  STAT1  binding  to  phospho‐
Tyr42‐Cav1  could  therefore  serve  to  anchor  interferon‐gamma/JAK/STAT‐signaling  to 
caveolae. Most  interestingly,  Syk,  an  important  signaling mediator,  is  activated  by  dual 
binding  of  its  tandem  SH2  domains  to  two  phosphorylated  tyrosine  residues  of 
transmembrane  adaptors,  as  present  in  Cav1  homo‐oligomers  in  caveolae. Activated  Syk 
subsequently recruits and directly binds to five signaling partners: members of the Vav and 




phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  partners  found  in  this  study  (Vav2,  PLCγ1  and  p85α) 
suggests possible dual and/or compensating roles of Tyr14/Tyr42 phosphorylation  in Cav1 
signaling.  Thus,  the  identified  Tyr42  binding  partners  are  interesting  and  might  be  of 




Cav1,  a  biotinylated  Tyr14‐Cav1  phosphopeptide was  used  as  bait  in  a  streptavidin  pull‐
down, followed by identification of all precipitated proteins. This experiment was conducted 
in  Cav1‐negative  AGS  cells  to  exclude  possible  competition  between  the  added  Cav1 
peptides and endogenous Cav1. The regulatory subunit p85α of the PI3K, myosin IB, myosin 
ID,  non‐muscle  myosin  heavy  chain  IIA,  cytokeratin  1,  beta‐actin  and  splicing  factor 
proline/glutamine rich (SFPQ/PSF) were  identified with this approach as possible phospho‐
Tyr14‐Cav1 binding partners. SFPQ/PSF is a main component of paraspeckles, a new class of 
ribonucleoprotein  bodies  located  in  the  interchromatin  space  of mammalian  cell  nuclei 
(285). Thus,  the binding  identified  in  vitro between phospho‐Tyr14‐Cav1  and  SFPQ/PSF  is 
most  likely unphysiological,  since  the proteins have very different  subcellular  localizations 
and  functions.  In  contrast,  the  identified  phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  with myosins, 
cytokeratins and beta‐actin again underscores a close association of Tyr14 phosphorylated 
Cav1 with cytoskeletal components. Myosin 1B and 1D are class 1 myosins, which are small 
motor  proteins with  the  ability  to  simultaneously  bind  to  cellular membranes  and  actin 
filaments  (286). Non muscle myosin heavy chain  IIA was reported to mediate cross‐talk of 
the  actomyosin  system with microtubules  and  thus  is  important  for  cellular  contractility, 
focal  adhesions  formation  and  actin  stress  fiber  organization  (287).  Cytokeratin  1,  an 
intermediate  filament keratin, was proposed  to be an  integrin‐binding protein  in a multi‐
protein  receptor complex  (288). However, none of  these proteins possess an SH2‐domain 
and  the  observed  enhanced  association  with  phospho‐Tyr14‐Cav1  could  result  from 
secondary binding and/or complex  formation, as a direct  interaction with phospho‐Tyr14‐
Cav1  seems  unlikely.  The  selected  approach  to  identify  phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction 




complexes.  Nevertheless,  the  numerous  association  of  the  phospho‐Tyr14‐peptide  with 
cytoskeletal  components  is  striking.  These  results  strengthen  the  cell  fractionation 
experiments  presented previously  in  this  study  that  demonstrate  Tyr14  expression  to  be 
required for a strong association of Cav1 with cytoskeletal components. 
Most  importantly, the SH2‐domain containing regulatory subunit of the PI3K, p85α, 





290).  Cav1‐overexpression  directly  activated  the  PI3K/Akt  pathway  in  these  studies  and 
Sedding et al. demonstrated  that Cav1  is  required  for  the  integrin‐mediated activation of 
PI3K/Akt  (291).  In  line with  these  findings  and  the  results  presented  here,  Src‐mediated 
Tyr14 phosphorylation of Cav1 was demonstrated to be required for stretch‐induced PI3K‐
mediated  Akt  activation  in  mesanglial  cells  (219).  The  catalytic  subunit  p85  of  the 
heterodimeric PI3K is maintained in a low‐activity state by the catalytic subunit p110 (292). 
This  inhibition  is  abrogated when  the  regulatory  subunit  interacts with  phosphotyrosine 
residues such as the phosphorylated Tyr14  in Cav1 (292). Thus, the direct p85α  interaction 
with  phospho‐Tyr14‐Cav1  can  functionally  explain  the  previous  findings  and  strongly 
suggests  that  phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  with  p85α  stimulates  PI3K/Akt  activation 
after different extracellular stimuli.  




in ME‐180  and  AGS  cells.  Thus,  all  tested  hits  of  the  SH2‐/PTB‐domain  screening  were 
identified  reciprocally  in  the  streptavidin‐agarose  pulldown  approach.  Interestingly,  p110 
could  also  be  identified  to  specifically  interact  with  phospho‐Tyr14‐Cav1;  however,  this 
interaction most  likely  represents  the  formation  of  a  complex  between  phospho‐Tyr14‐
Cav1,  p85  and  p110  and  supports  the  hypothesis  of  a  phospho‐Tyr14‐Cav1‐mediated 
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activation  of  the  PI3K  as  discussed  above.  The  hits  Vav2,  PLCγ1  and  p85  were  further 
confirmed by  immunoprecipitation of strongly phosphorylated Cav1. Vav2 and PLCγ1 again 
demonstrated  exclusive  phosphorylation‐dependent  binding  to  Cav1.  Interestingly,  a 
truncated Vav2 that consists solely of the C‐terminal SH3‐SH2‐SH3 domains was able to bind 
to phospho‐Tyr14‐Cav1, again indicating a specific SH2‐domain/phosphotyrosine interaction 
between Vav2  and Cav1.  In  contrast,  p85  co‐precipitated with  both, phosphorylated  and 
non‐phosphorylated Cav1. This result contradicts the specific binding of p85 to the phospho‐
Tyr14‐Cav1‐peptide; however, it allows hypothesizing that a secondary interaction between 
p85  and  Cav1  can  take  place  after  the  initial  SH2‐domain/phosphotyrosine  binding.  This 
interaction  might  be  mediated  by  the  caveolin  scaffolding  domain  (CSD),  which  is  not 
present in the phospho‐Tyr14‐Cav1‐peptide. 
The  specificity  of  phospho‐Tyr14‐Cav1  binding  to  Vav2  and  PLCγ1  as well  as  the 
previously  reported  reliability  of  the  SH2‐/PTB‐domain  protein  array  (215)  again 
underscores  the  relevance of  all  in  this  screening  identified novel Cav1 binding partners. 
Previous studies using other phosphopeptides demonstrated that >90% of the SH2 and PTB 
domains  on  the  protein microarrays  are  active,  however  a  small  rest  was  found  to  be 




studies  revealed conserved phosphotyrosine‐binding  residues present  in  the SH2‐domains 
of the Grb7 and Grb10 but not in other SH2 domains (294). Lee et al. identified Grb7 with an 
immunoprecipitation‐based approach (175). However, given the reported homology of Grb7 







Cav1  phosphorylation  is  obligatory  for  RhoA‐mediated  stress  fiber  formation  (295). 
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Furthermore,  phosho‐Tyr14‐Cav1 was  found  to  localize  at  the  ends  of  actin  stress  fibers 
(298).  Importantly,  TGFβ‐induced  RhoA  activation  was  demonstrated  to  be  absent  in 
mesanglial  cells  lacking  Cav1  (296).  In  contrast  to  expression  of  a  non‐phosphorylatable 
Cav1  mutant,  re‐expression  of  Cav1  restored  RhoA  activation  in  that  study  (296). 
Additionally,  two  independent  studies  demonstrated  that  Src  kinase‐dependent  Tyr14 
phosphorylation  of  Cav1  promotes  RhoA  activation  during  cell migration  (186,  188).  All 
studies are in line with the findings presented here, as RhoA activation after P+GC infection 
was  demonstrated  to  depend  on  Cav1  expression.  Until  now,  phospho‐Tyr14‐Cav1‐
mediated activation of RhoA was hypothesized  to  function  indirectly  through recruiting of 
Csk  and  thus  inhibiting  the  Src–p190RhoGAP  pathway  (186,  297).  However,  the  novel 
phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  partners  identified  in  this  study  could  provide  a  direct 
explanation for the reported Cav1‐mediated RhoA activation after different stimuli.  A direct 
link between RhoA activation and  tyrosine phosphorylated Cav1  is reported, mediated via 
Vav2.  The  status  of  tyrosine  phosphorylation  of  Cav1 may  thus  serve  as  a  crucial  switch 




Given  the number of  small GTPases‐activating proteins among  the  identified novel 
phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction  partners,  it  is  tempting  to  speculate  that  some  of  them 
might  have  additional  relevance  for  cytoskeleton  rearrangements.  However,  the  role  of 
PLCγ1, the PI3K, Abl 1, Abl 2, SH3D3C and Grb10 during phospho‐Tyr14‐Cav1 signaling is not 
well  defined  yet  and  requires  future  studies.  A  tempting  speculation  is  that  different 
phospho‐Tyr14‐Cav1  interaction partners together mediate Cav1 signalling. Vav2 activity  is 










study  strongly  increase  knowledge  of  Cav1/caveolae‐mediated  signaling.  However, 








formation  still  needs  to  be  clarified  in  detail.  During  the  first  hours  of  infection MCs  of 
approximately  10–100  bacteria  are  formed,  which  depends  on  the  expression  of  the 
bacterial Type‐IV‐pili (Tfp). Tfp are required for bacterial aggregation and twitching motility 
and  thus Tfp‐negative Neisseria do not  form MCs  (33).  In  the cell culture  infection model 
MCs  appear  as  round  dome‐shaped  three‐dimensional  bacterial  clusters  and  this 
morphology depends on the expression of the pilus retraction ATPase PilT which mediates 
the pilus  twitching motility  (50,  259).  Importantly, meningococci were  found  to  induce  a 
strong reorganization of  the host cell plasma membrane during MC  formation resulting  in 




cell membranes  and  fuse  to  form  progressively  larger  structures, which  induce massive 
rearrangements  of  the  host  microvillus  architecture  that  result  in  a  PilT‐dependent 
formation of a MC‐host cell microvilli  lattice  (49, 301).  Interestingly, host cell components 








    Therefore  it was  hypothesized  here  that  host  cell  factors  can  also  impact  on MC 
formation during the infection process. This hypothesis was tested in an infection model of 
P+GC  with  living  and  fixed  ME‐180  cells  in  which  the  infection  process  was  carefully 
monitored by live‐cell imaging. Various striking differences could be observed: (A) MCs were 




    Live–cell  imaging  proved  to  be  an  excellent  tool  to  temporally  resolve  the  P+GC 
infection  process  in  greater  detail.  During  a  2  h  infection  time  course,  strong  host  cell 
membrane ruffling already started after 5‐10 min, peaked around 30 min and continued in 
individual cells throughout the infection. These findings are in line with the study of Edwards 
et al. which reports  the  formation of membrane ruffles  in primary cell systems 30 and 90 
min  post  infection  (120).  Similarly,  membrane  ruffling  was  reported  to  occur  during 
Salmonella  infection  and  function  independently  of  Salmonella  host‐cell  invasion  (302). 
However, the membrane ruffling elicited by P+GC seems to be a strong cellular response to 
infection, which not only affects membrane sections directly surrounding the attached P+GC 
but  the whole  cell.  The  strong membrane movements  suggest  a  physical  effect  (e.g.  by 
pushing)  on  attached  bacteria.  Careful  visualization  and  illustration  of membrane  ruffles 
allowed  directional  observation  of  the  wave‐like  ruffles  which  move  along  the  plasma 
membrane from the cell border towards the cell center within a few minutes. The elicited 
wave‐like  ruffles  phenotypically  resemble  previously  reported  circular  dorsal  ruffles  or 
“dorsal waves” (303, 304). Dorsal waves are formed in response to receptor tyrosine kinase 
stimulation  by  different  growth  factors  (305)  and  this  process  depends  on  dynamin, 
cortactin,  components of  the Arp2/3  complex  and  requires  the  remodeling of  a dynamic 
actin cytoskeleton  (306). P+GC were  found  in  this study be moved along common definite 
vectors after binding to living host cells. After Tfp‐mediated binding to the host cells, many 
bacteria  were  found  to  be  moved  towards  the  cell  center  where  individual  vectors 




line with  these  findings, MC  formation was delayed by 30‐60 minutes during  infection of 
ME‐180 fixed cells compared with infection of living ME‐180 host cells. These data allow the 
speculation  that  the  observed  strong membrane  ruffling  or  dorsal waves  push  attached 
bacteria  along  specific  routes,  which  are  defined  by  the  actual  plasma  membrane 
movement. However,  the  importance of  the dorsal wave‐associated  cytoskeletal proteins 
mentioned  above  for  MC  formation  has  not  been  investigated  here  and  this  question 
requires future studies to investigate the link between plasma membrane dorsal waves and 
MC  formation.  Together,  the  observations  permit  the  hypothesis  that  attached  P+GC 
“membrane‐surf” on their host cells until they reach other bacteria, aggregate and form a 
MC. 
    As  reported  before, MCs were  observed  here  to  fuse  to  larger  structures  starting 
around  60 min  post  infection  (49).  Importantly,  fusion  of MCs was  not  observed  during 
infection of  fixed  cells  compared  to  infection of  living  cells. This  indicates  that MC  fusion 
also  depends  on  host  cell  processes  and  contradicts  the  earlier  notion  that MC  fusion  is 
solely a result of MC crawling across the host cell membrane (49). One can hypothesize that 
proteins  recruited underneath MCs,  the  three‐dimensional  shape of  the host cell and  the 
lipid  composition  and  fluidity  of  the  membrane  affects MC  motion.  In  contrast,  active 
crawling  of  bacterial  MCs  would  require  coordinated  retraction  of  pili  by  hundreds  of 
bacteria  within  the  MC,  which  seems  unlikely.  However,  interbacterial  communication 
might  take  place  during MC  fusion,  as  observed  by  bacterial movements  between  close 
MCs. Importantly, bacterial aggregates forming on fixed cells additionally demonstrate a less 
compact and  three‐dimensional morphology compared  to MCs on  living cells. This  finding 
can be explained with the absence of stabilizing microvilli within the bacterial aggregates on 
fixed cells as reported previously (300, 301). 









membranes,  which  mimic  plasma  membranes  (307).  The  differences  between  motility 
speeds  on  artificial  fluid  charged membranes,  living  and  PFA‐fixed  host  cell membranes 
therefore could result from  lipid modifications by the fixing agent. However, PFA does not  
chemically alter lipids or affect the lipid content of cell membranes (308, 309). Importantly, 
bacterial motility was monitored  in  this  study over  a  time  span of 10 sec,  thus  immobile 
bacteria bound to the host cell membrane reduced the recorded average speeds. Thus, the 
monitored movement speeds represent also the likeliness and frequency of the bacteria to 
release  the  host  cell,  relocate  and  adhere  again  and  do  not  directly  indicate  an  altered 
twitching motility.  Further  differences  between  P+GC  infecting  fixed  and  living  host  cells 
could  be  elucidated  by  monitoring  gene  regulation  after  infection  using  a  Neisseria 
microarray as reported previously (310). In conclusion, the observed difference in bacterial 








This  study  improves  our  understanding  of  the  importance  of  functional  host  cell 
signaling for different aspects of bacterial pathogenesis. An immediate and apparently anti‐
invasive  strategy  utilized  by  N. gonorrhoeae  and  other  Tfp‐expressing  bacteria  during 
infection  is  proposed,  which  requires  reorganization  of  the  actin  cytoskeleton.  Cav1  is 
recruited to P+GC attachment sites where it was found to be phosphorylated and to prevent 
internalization of the bacteria. Vav2 and  its substrate, the small GTPase RhoA, were found 
to  play  a  direct  role  in  the  Cav1‐mediated  prevention  of  bacterial  uptake.  As 
enteropathogenic E. coli was also  found  to  recruit Cav1,  these  findings highlight how Tfp‐
producing  bacteria  avoid  host  cell  uptake,  uncover  Vav2  as  an  important  novel  Cav1 
signaling partner, and suggest ways  in which  tyrosine‐phosphorylated‐Cav1 could mediate 




Cav1,  all  of  which  have  been  implicated  in  modulating  the  cytoskeleton.  Furthermore, 
evidence  is provided  that host  cell participation  is  required  for  formation of extracellular 
microcolonies  during  Neisseria  infection.  P+GC  infecting  fixed  host  cells  show  altered 





later  infection  time  points  involving  different  virulence  factors?  Which  other  recruited 
factors can mediate cytoskeletal rearrangements during P+GC  infection? Which factors and 
signaling  pathways  are  essential  for  successful microcolony  formation?  These  important 
questions may  be  addressed  in  future  studies  using  broader  analyses.  Importantly,  data 
presented  in  this  study  establish  a mechanistic  link  between  Cav1  phosphorylation  and 
pathogen‐induced cytoskeleton reorganization, and advance our understanding of caveolin 
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Live  cell movies are provided as  supplementary material on  the enclosed DVD. All 










Left panel:       Cav1‐GFP fluorescence signal  











Left panel:       Phase contrast: Living ME‐180 cells, not infected 
Middle panel:       Phase contrast: Living ME‐180 cells, P+GC infected 














infection  and part 4  (frame 723‐963) was  recorded 120 min post  infection. Minutes post 





























Live‐cell microscopy  demonstrates  formation  of membrane  ruffles  on  host  cells  during 
P+GC infection which move the bacteria towards the cell center. 
 
Strong membrane movements  can  be  observed  as  wave‐like membrane  ruffles  pushing 




Green:        P+GC‐GFP 
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